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Für eine drastische Erweiterung des Anwendungsfeldes der optischen Mikroskopie sorgte 
die in den letzten Jahren aufgekommene sogenannte Superauflösungsmikroskopie. Das 
klassische Modellsystem, um das Auflösungsvermögen derartiger Techniken zu 
vergleichen und zu quantifizieren, stellen Komponenten des eukaryontischen Zytoskeletts 
dar. Auch im Rahmen dieser Arbeit wurden derartige Zellstrukturen verwendet und 
anhand dessen ein quantitativer Wert für die Auflösung der Blink-Mikroskopie erhalten. 
Das System der Wahl waren dabei Aktinfilamente in vitro, in fixierten und in lebenden 
Zellen. Darüberhinaus wurde auch ein deutlich systematischerer Ansatz verfolgt, indem 
eine Matrix aus gezielt angeordneten Farbstoffmolekülen als Vergleichssystem verwendet 
wurde. Dabei wurde die gezielte Platzierung sowohl virtuell in Monte-Carlo-Simulationen, 
als auch real mithilfe eines Rasterkraftmikroskops durchgeführt. Die Platzierung von 
Farbstoffmolekülen durch die Verwendung von Rasterkraftmikroskopie wies allerdings 
einige Nachteile auf, wie etwa eine sehr aufwändige Durchführung und das Fehlen einer 
Möglichkeit zur Parallelisierung. Aus diesem Grund wurde im Folgenden auf die 
sogenannte DNA-Origami-Technik zurück gegriffen, um gezielte Farbstoffanordnungen zu 
generieren. Diese dienten nun als Testprobe sowohl für die Blink-Mikroskopie, als auch 
für die superauflösenden Techniken PAINT und SHRImP. Schließlich wurden DNA-
Origamis als generelle Auflösungsstandards für die lokalisierungsbasierte 
Superauflösungsmikroskopie etabliert, wobei zur automatisierten Auswertung ein 
spezieller Algorithmus entwickelt wurde. Die Erweiterung auf den dreidimensionalen Fall 
gelang durch die Nutzung von Astigmatismus-basierter 3D-Lokalisierungsmikroskopie und 
die Verwendung einer speziell dafür designten dreidimensionalen DNA-Origami-Struktur. 
Die Möglichkeit einer unkomplizierten Auswertung wurde auch in diesem Fall durch die 





Viele Fortschritte in den Bereichen Mikrobiologie, Medizin und verwandten 
Wissenschaftsgebieten sind eng verknüpft mit dem Aufkommen immer besserer 
Mikroskopie-Methoden. So war die Entdeckung der Zelle überhaupt erst möglich, als die 
ersten einfachen Lichtmikroskope zur Verfügung standen. Diese waren jedoch noch nicht 
in der Lage, die Zellen detailreich aufzulösen.[1] Das lag vor allem daran, dass die 
erzielbare Auflösung durch Beugungseffekte prinzipiell begrenzt ist, wobei der Wert dieser 
Schranke proportional zur Wellenlänge des verwendeten Lichtes ist. Dieses Gesetz wird 
nach Ernst Abbe auch als Abbe’sches Beugungslimit bezeichnet.[2] Aus diesem Grund 
blieb das Wissen über den genauen Aufbau einer biologischen Zelle und die Form und 
Struktur von Zellbestandteilen, wie z.B. Mitochondrien, weiterhin sehr lückenhaft. Der 
große Durchbruch auf diesem Gebiet gelang erst, als in den 30er Jahren des 20. 
Jahrhunderts die Elektronenmikroskopie aufkam.[1] Diese Technik verwendet zur 
Abbildung der Probe kein Licht sondern einen Elektronenstrahl. Auch dafür gilt prinzipiell 
das Abbe’sche Beugungslimit, jedoch ist die Wellenlänge eines Elektronenstrahls durch 
dessen Energie frei einstellbar, wodurch sich die Auflösungsgrenze somit beliebig 
reduzieren lässt. Dadurch liefert die Bildgebung durch Elektronenmikroskopie nahezu 
beliebig scharfe Abbildungen von Zellstrukturen bis hinunter zur molekularen Ebene. Auf 
diese Weise konnten nun zelluläre Substrukturen im Detail untersucht und deren 
Funktionsweise aufgeklärt werden. Allerdings funktioniert diese Technik nur unter sehr 
aufwendiger Probenpräparation. Dies führt ebenso dazu, dass die Proben nicht unter 
biologischen Bedingungen beobachtbar sind, was für viele Anwendungen jedoch 
erforderlich ist. Eine ebenso gute Auflösung wird durch Methoden erreicht, deren 
Funktionsprinzip in der Abtastung der Probe mithilfe einer dünnen Spitze besteht. Dazu 
zählen beispielsweise die Rastertunnelmikroskopie[3] und die Rasterkraftmikroskopie[4]. 
Die Rastertunnelmikroskopie liefert atomare Auflösung, ist jedoch auf elektrisch leitfähige 
Proben beschränkt, da die Bildgebung bei dieser Methode über die Messung eines 
Tunnelstroms zwischen Spitze und Probe erfolgt. Die Rasterkraftmikroskopie nutzt 
dagegen molekulare Kräfte zwischen Spitze und Probe und unterliegt somit dieser 
Beschränkung nicht. Allerdings erfordert diese Technik flache oberflächennahe Proben 
und ist damit ebenso wie die Elektronenmikroskopie nicht biokompatibel. Es wurden also 
weitere hochauflösende Methoden benötigt, die eine höhere Biokompatibilität aufweisen. 
Die Basis dafür war die Fluoreszenzmikroskopie, die als Form der Lichtmikroskopie zwar 
ebenfalls dem Beugungslimit unterliegt, jedoch Raum gibt, dieses mit physikalischen oder 
chemischen Tricks zu umgehen. Eine Methode, die dieses tut, wird als superauflösend 
1. Einleitung 
bezeichnet. Die erste Technik, die darauf aufbauend 
STED-Mikroskopie, die die Auflösung erhöht, indem sie den 
andere Form der superauflösenden Mikroskopie wurde mit 
Lokalisierungsmikroskopie (STORM, PALM, dSTORM, etc.) etabliert.
auf präziser Lokalisierung zeitlich 
lokalisierungsbasierten Methoden
zeitliche Separation der Emission realisiert wird. 
Arbeit häufig verwendete selbst entwickelte 
intrinsisches Blinken von Farbstoffmolekülen
PAINT-Mikroskopie mithilfe von Bindungskinetik
optischen Superauflösungsmethoden können nun angewandt werden
Strukturen unter physiologischen
Beispiel kürzlich gezeigt werden, dass sich die STED
Gehirngewebe anwenden lässt
welches im medizinischen Bereich Anwendung finden kann.  
lokalisierungsbasierten Mikroskopie
Beispielsweise ist es gelungen, Dynamiken von Zellorganellen am lebenden Organi
aufzuklären.[15] Aufgrund dieses großen Potenzials, welches das Feld der 
superauflösenden Mikroskopie für die medizinische und biologische Forschung und 
Anwendung aufweist, ist in diesem Bereich eine sehr dynamische Entwicklung zu 
beobachten, die u.a. bereits zu einem kommerziellen 
Techniken durch namhafte Mikroskopiehersteller geführt hat.
 
Abbildung 1.1: Beugungsbegrenzte (links) und durch 
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Die überwältigende Vielzahl an zur Verfügung stehenden Superauflösungsmethoden 
erfordert nun allerdings eine Möglichkeit zur standardisierten Vergleichbarkeit, um die 
verschiedenen Techniken einander gegenüberstellen zu können. Konventionell werden 
dafür in der Regel zelluläre Strukturen, wie z.B. Teile des eukaryontischen Zytoskeletts 
verwendet, also Aktinfilamente oder Mikrotubuli.[8, 18-24] Ein Beispiel dafür ist in 
Abbildung 1.1 gezeigt. Im Rahmen dieser Arbeit wurde nun auf solche Strukturen 
zurückgegriffen und anhand dieser das Auflösungsvermögen der Blink-Mikroskopie 
untersucht.[10, 25] Die Filamente wurden dafür auf verschiedene Weise bereitgestellt. 
Zum Einen wurden sie in vitro synthetisiert und anschließend immobilisiert, was bezogen 
auf den Präparationsaufwand den einfachsten Fall darstellte. Zum Anderen wurden 
ebenso native Filamente aus eukaryontischen Zellen verwendet, wobei die Blink-
Mikroskopie sowohl auf fixierte als auch auf lebende Zellen angewandt wurde. Sowohl im 
Fall der in-vitro-Immobilisierung, als auch im Fall der fixierten Zellen konnte das 
Auflösungsvermögen mit dieser Methode quantifiziert werden. Dieses Vorgehen weist 
jedoch den Nachteil auf, dass die genaue Anordnung dieser Strukturen nicht 
reproduzierbar ist, d.h. dass bei jeder neuen Messung ein vollkommen anderes Muster 
vorliegt. Um dieses Problem zu umgehen, kam in dieser Arbeit eine weitere Modellprobe 
zur Auflösungsbestimmung zur Anwendung. Diese bestand in einer Struktur aus mithilfe 
eines Rasterkraftmikroskops regulär angeordneten Farbstoffmolekülen.[26] Die Struktur 
hatte nicht mehr den Nachteil der Irreproduzierbarkeit, war allerdings aufwendig und nicht 
parallelisierbar in der Herstellung. Dieses Problem wurde schließlich durch die DNA-
Origami-Technik gelöst[27], welche es ermöglicht, DNA in definierte Nanostrukturen zu 
falten. An diese DNA-Origamis können zusätzlich beliebige Moleküle in definierter 
Konfiguration angeknüpft werden. Damit war es also erstmals möglich, parallelisiert 
Strukturen herzustellen, die Farbstoffmoleküle in gewünschter Anzahl und in 
vorgegebenen Abständen zu einander enthalten. Diese konnten nun genutzt werden, um 
Auflösungsstandards zu generieren, die sowohl einen hohen Grad an Reproduzierbarkeit, 
als auch eine unkomplizierte Herstellung aufweisen.[28] Das ermöglichte erstmals 
systematische Vergleiche verschiedener Superauflösungsmethoden. Schließlich konnte 
ebendiese DNA-Origami-Technik verwendet werden, um besagte Standards auf drei 
Dimensionen zu erweitern.[29], wodurch nun auch Auflösungslineale für dreidimensionale 
Superauflösungsmikroskopie entwickelt werden konnten. Im Rahmen dieser Arbeit 
wurden experimentelle Ansätze für diese Superauflösungsstandards erarbeitet. Ein 
Schwerpunkt lag ferner auf der Entwicklung von Algorithmen zur beschleunigten, 
automatisierten Auswertung. Eine solche automatisierte Auswertung sollte zudem 




Kriterien vorliegt. Bei manuellem Auswählen der zu vermessenden Strukturen könnte es 
sonst zu einer subjektiven Verzerrung der Messung durch den Experimentator kommen. 
Es kann nun davon ausgegangen werden, dass diese neuen Standards in naher Zukunft 
breite Anwendung finden und sich im gesamten Feld der Superauflösungsmikroskopie 
etablieren werden. Dies wird von großer Bedeutung sein, damit besagte Techniken weiter 
verbessert und optimiert werden können. Profitieren wird davon in besonderem Maß die 
biologische und medizinische Forschung, die durch weiter verbesserte optische 
Bildgebung die Möglichkeit erhält, biologische Prozesse auf zellulärer Ebene noch 
detailreicher studieren zu können. 
2. Theoretische Grundlagen 
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2. Theoretische Grundlagen 
In diesem Kapitel werden die, für diese Arbeit relevanten theoretischen Grundlagen 
erläutert. Dabei wird zunächst auf die wichtigen photophysikalischen Prinzipien 
eingegangen, die für die gewählten Fluoreszenzfarbstoffe und deren Anwendungen von 
Bedeutung sind. Ein Großteil dieses Kapitels wird ferner das Feld der super-auflösenden 
optischen Mikroskopie beleuchten, wobei der Schwerpunkt auf die lokalisierungsbasierte 
Mikroskopie gelegt wird. Abschließend wird darüberhinaus auf die Chemie und Biologie 
der verwendeten Proben eingegangen. 
 
 
2.1 Photophysikalische Grundlagen 
Zum Verständnis dieser Arbeit ist es zunächst erforderlich, sich mit einigen 
photophysikalischen Prinzipien zu befassen. Darauf wird nun im Folgenden eingegangen. 
 
 
2.1.1 Das Prinzip der Fluoreszenz 
Um die Wechselwirkung von Molekülen mit Licht zu verstehen, ist es erforderlich, sich mit 
den möglichen Besetzungen der elektronischen Energieniveaus des betrachteten 
Moleküls zu befassen. Diese werden im Folgenden als Zustände bezeichnet. Hierbei 
werden zunächst sogenannte Singulett- und Triplett-Zustände unterschieden. Ein 
Singulett-Zustand liegt vor, wenn die sogenannten Spins, also die quantenmechanischen 
Eigendrehimpulse des Elektronenpaares antiparallel ausgerichtet sind. Sind diese 
parallel, so wird von einem Triplett-Zustand gesprochen. Der energetisch niedrigste 
Zustand wird als Grundzustand bezeichnet. Dieser ist erreicht, wenn sich beide 
Elektronen auf dem niedrigsten Energieniveau befinden. Sind zwei Elektronen im selben 
Energieniveau, so ist gemäß des Pauli’schen Ausschließungsprinzips eine parallele 
Ausrichtung ihrer Spins nicht möglich, woraus folgt, dass der Grundzustand immer ein 
Singulett-Zustand ist. Da die Energiedifferenz zwischen dem Singulett-Grundzustand und 
dem ersten angeregten Singulett-Zustand einen deutlich höheren Wert hat als die bei 
Raumtemperatur thermisch zur Verfügung stehende Energie, kann in guter Näherung 
davon ausgegangen werden, dass sich jedes Molekül im Grundzustand befindet. Die 
einzige relevante Möglichkeit, aus dem Grundzustand ausgehend höher energetische 
Zustände zu bevölkern, besteht somit in der optischen Anregung des Moleküls, d.h. der 
Absorption eines Photons. Die Energie eines Photons ist dabei gegeben durch: 
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Wobei h das Planck’sche Wirkungsquantum, 
Lichtwellenlänge bezeichnen.
Hat das Molekül ein solches Photon passender Energie absorbiert, so wird es in den 
nächst höheren Singulett-Zustand angeregt. In der Regel weist dieser Zustand eine 
Lebensdauer von einigen Nanosekunden auf, bevor das Molek
zurück fällt. Wird die dabei frei werdende Energie in Form von Licht abgegeben, d.h. wird 
ein Photon emittiert, so wird dies mit Fluoreszenz bezeichnet. Beim Vergleich der 
Wellenlängen des Anregungslichtes und des Fluoreszenzlichtes 
Fluoreszenzlicht gegenüber dem Anregungslicht eine Rotverschiebung aufweist. Um das 
zu verstehen, ist erforderlich, zwischen den elektronischen Übergängen die Bewegung 
der Atomkerne des Moleküls in Betracht zu ziehen. In Abbildung 2.1 i
Moleküls in Abhängigkeit einer willkürlichen Kernkoordinate einmal für den Grundzustand 
und einmal für den ersten angeregten Zustand aufgetragen. 
 
Abbildung 2.1: Verlauf des Kernkoordinatenpotenzials für zwei verschiedene elektronisch
Zustände. Ebenfalls eingetragen sind die sich ergebenden Vibrationsniveaus. Die, der Stokes
Verschiebung zu Grunde liegende, Energiedifferenz zwischen Anregung (blau) und Fluoreszenz 
(grün) ist verdeutlicht.[30] 
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Diese Potenzialkurven weisen jeweils ein Minimum auf, dessen Position der 
Gleichgewichtskernkoordinate entspricht. Innerhalb des elektronischen Grundzustandes 
existieren also weitere Energieniveaus, die verschiedenen Stufen der 
Schwingungsanregung der Kerne entsprechen. Diese Zustände werden daher 
Vibrationsniveaus genannt. Der bei Raumtemperatur mit höchster Wahrscheinlichkeit 
besetzte Zustand ist auch hier der Grundzustand. Aufgrund der Tatsache, dass die 
Kernmasse um einige Größenordnungen höher ist als die Elektronenmasse, läuft die 
Bewegung der Kerne um ein Vielfaches langsamer ab als die elektronischen Übergänge. 
Die daraus folgende näherungsweise mögliche Separierbarkeit von Kern- und 
Elektronenbewegung wird als sogenannte Born-Oppenheimer-Näherung bezeichnet. 
Direkt daraus ableiten lässt sich das sogenannte Franck-Condon-Prinzip, welches 
folgendes besagt: Während eines elektronischen Überganges wird sich die 
Kernkoordinate gemäß der Born-Oppenheimer-Näherung nicht ändern. Somit verläuft in 
einem Kernkoordinate-Energie-Diagramm die Verbindungslinie zwischen dem Anfangs- 
und dem Endzustand des elektronischen Überganges stets senkrecht zur 
Kernkoordinatenachse. Es wird daher von „senkrechten“ Übergängen gesprochen. 
Welches Vibrationsniveau des elektronischen „Zielzustandes“ bei diesem Übergang nun 
bevölkert wird, hängt von dem Verlauf der Aufenthaltswahrscheinlichkeitsdichte der 
Kernkoordinate in den jeweiligen Vibrationszuständen ab. Da sich die Kernkoordinate 
während des Überganges ja nicht ändern wird, werden solche Übergänge bevorzugt, 
welche eine möglichst hohe Überlappung der Wahrscheinlichkeitsdichten in Anfangs- und 
Endzustand aufweisen. Wird der Verlauf der Potenzialkurve als näherungsweise 
harmonisch angenommen, folgt daraus, dass die Aufenthaltswahrscheinlichkeitsdichte der 
Kernkoordinate im Schwingungsgrundzustand ein Maximum an der 
Gleichgewichtskernkoordinate aufweist, während sich für höher angeregte 
Vibrationsniveaus jeweils zwei globale Maxima ergeben, deren Abstand zur 
Gleichgewichtskernkoordinate mit der Höhe des Vibrationsniveaus zunimmt. Sind nun die 
Gleichgewichtskernkoordinaten des elektronischen Grundzustandes und des ersten 
angeregten elektronischen Zustandes nicht dieselben, was im Allgemeinen der Fall ist, 
wird ein elektronischer Übergang aus dem Schwingungsgrundzustand des elektronischen 
Grundzustandes, also die Anregung des Moleküls mit Licht, nicht in den 
Schwingungsgrundzustand des angeregten elektronischen Zustandes führen. Vielmehr 
wird am wahrscheinlichsten der Schwingungszustand bevölkert, dessen 
Wahrscheinlichkeitsmaximum am ehesten auf der Gleichgewichtskernkoordinate des 
elektronischen Grundzustandes liegt. Somit ist die zu überbrückende Energiedifferenz bei 
der Absorption höher als der energetische Abstand zwischen den 
2. Theoretische Grundlagen 
16 
 
Schwingungsrundzuständen der beiden elektronischen Zustände. Bevor nun das auf 
diese Weise angeregte Molekül seine Energie über Fluoreszenz wieder abgibt, kommt es 
in der Regel zur Relaxation in den Schwingungsgrundzustand des angeregten 
elektronischen Zustandes. Der von dort ausgehende Übergang in den elektronischen 
Grundzustand, also die Fluoreszenz, wird nun analog zum Absorptionsprozess nicht den 
Schwingungsgrundzustand bevölkern, sondern den Schwingungszustand mit dem 
„passendsten“ Verlauf der Aufenthaltswahrscheinlichkeitsdichte. Von dort aus erfolgt dann 
die erneute strahlungslose Relaxation in den Schwingungsgrundzustand. Die bei der 
Fluoreszenz frei werdende Energie ist somit geringer als der energetische Abstand 
zwischen den Schwingungsrundzuständen der beiden elektronischen Zustände und damit 
deutlich geringer als die, für den Absorptionsprozess notwendige Energie. Dies erklärt die 
eingangs erwähnte Rotverschiebung, die das Fluoreszenzlicht gegenüber dem 
Anregungslicht aufweist. Dieses Phänomen wird als sogenannte Stokes-Verschiebung 
bezeichnet. Dies ist in Abbildung 2.2 veranschaulicht. 
 
 
Abbildung 2.2: Unterschied zwischen Absorptionsspektrum (blau) und Emissionsspektrum (rot) 
eines typischen Farbstoffs verursacht durch die Stokes-Verschiebung.[31] 
 
Diese Stokes-Verschiebung ermöglicht eine einfache spektrale Trennung zwischen 
Anregungslicht und Fluoreszenzlicht und ist somit in der technischen Anwendung von 
großer Bedeutung. Ein Übergang aus dem elektronisch angeregten Zustand in den 
Grundzustand führt allerdings nicht immer zur Emission eines Photons. Alternativ kann 
die frei werdende Energie auch thermisch über sogenannte interne Konversion 
abgegeben werden. In diesem Fall wird nicht von Fluoreszenz gesprochen. Da die 
Fluoreszenz aber in der Regel die gewünschte Übergangsart darstellt, ist der Quotient 
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aus Fluoreszenzrate kFl und Gesamtübergangsrate eine wichtige Farbstoffkenngröße, die 
als Fluoreszenz-Quantenausbeute bezeichnet wird: 
 Φ  		 +  (2.2) 
 
 
2.1.2 Fluktuation der Fluoreszenzintensität 
In den bisherigen Ausführungen wurden lediglich die ersten beiden Singulett-Zustände 
und deren Übergänge Absorption und Emission, also Fluoreszenz betrachtet. Ein solches 
System würde die Beobachtung eines mehr oder weniger konstanten und zeitlich 
unbegrenzten Fluoreszenzsignals nach sich ziehen, sofern dauerhafte Lichtanregung 
vorläge. Tatsächlich werden in der Regel aber fluktuierende Fluoreszenzsignale 
beobachtet, die zudem immer von begrenzter Dauer sind. Um das zu verstehen, ist die 
Betrachtung weiterer möglicher Zustände des Farbstoffmoleküls notwendig. Diese sind in 
Abbildung 2.3 veranschaulicht. 
 
 
Abbildung 2.3: Jablonski-Diagramm eines typischen Farbstoffs. Neben Singulett- und Triplett-
Zustand sind auch der reduzierte und der oxidierte Radikalzustand eingezeichnet. 
 
Ein solcher Zustand ist der im letzten Abschnitt erwähnte Triplett-Zustand. Dieser wird 
durch sogenannte Interkombination aus dem angeregten Singulett-Zustand bevölkert. Da 
dieser Übergang im Gegensatz zu den bisher diskutierten Übergängen die Multiplizität 
nicht erhält, ist er im isolierten Fall quantenmechanisch verboten, kann also nur durch 
Wechselwirkung mit einem anderen System erfolgen. Das führt dazu, dass der Übergang 
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relativ unwahrscheinlich und die Übergangsrate somit relativ gering ist. Der Übergang aus 
dem Triplett in den Singulett-Grundzustand verletzt ebenfalls die Multiplizität und ist somit 
unwahrscheinlich. Das führt dazu, dass die Lebensdauer des Triplett im Bereich von 
einigen Mikrosekunden liegt und der Zustand somit um mehrere Größenordnungen 
langlebiger ist als der angeregte Singulett-Zustand ist, dessen Lebensdauer auf der 
Zeitskala von wenigen Nanosekunden liegt. Generell muss an dieser Stelle angemerkt 
werden, dass der Begriff Lebensdauer nicht die tatsächliche Verweildauer eines 
bestimmten Moleküls in einem Zustand angibt, sondern stets den Erwartungswert einer 
exponentiellen Verteilung. Diese lange Triplett-Lebensdauer macht sich in einer 
beobachteten Fluktuation der Fluoreszenzintensität bemerkbar, da das Farbstoffmolekül 
keine Photonen aussendet, solange es sich im Triplett-Zustand befindet.[32, 33] Der 
Triplett wird daher auch als Dunkelzustand bezeichnet. Die Rückführung des Triplett in 
den Grundzustand geschieht in der Regel durch Reaktion mit in der Umgebung gelöstem 
Triplett-Sauerstoff. Erfolgt dieser Übergang unter Aussendung von Licht, so wird in 
diesem Fall von Phosphoreszenz gesprochen. Der Sauersoff wird dabei allerdings in die 
Singulett-Form überführt, welche stark reaktiv ist und in einer weiteren Reaktion mit dem 
Farbstoffmolekül dessen Photozentrum irreversibel zerstören kann. Da diese Reaktion zu 
einem sofortigen Verlust des Fluoreszenzsignals führt, wird sie auch als Photobleichen 
bezeichnet.[34, 35] Das Photobleichen ist eines der größten Probleme der 
Fluoreszenzmikroskopie und -spektroskopie. Ein gängiger Lösungsansatz zur Reduktion 
dieses Effektes besteht darin, der umgebenden Lösung den Sauerstoff zu entziehen. Dies 
ist beispielsweise möglich zur Zugabe des Sauersoff verbrauchenden Enzyms Glucose-
Oxydase und dessen Substrat Glucose.[36] Dadurch wird allerdings die Übergangsrate 
aus dem Triplett in den Grundzustand deutlich gesenkt, was eine erhebliche Verlängerung 
der Triplett-Lebensdauer bis in den Bereich von einigen Millisekunden zur Folge hat. Eine 
derart lange Triplett-Lebensdauer führt zu deutlich sichtbaren Auszuständen in der 
Fluoreszenzspur, als sogenanntes Blinken bezeichnet, was in manchen Anwendungen 
durchaus erwünscht sein kann, in der Regel allerdings die durchgeführte Messung 
beeinträchtigt. Dieses Problem lässt sich jedoch durch das Ausnutzen weiterer möglicher 
Zustände eines Farbstoffmoleküls umgehen. Bei diesen Zuständen handelt es sich um 
sogenannte Radikalzustände. In einen solchen Zustand gelangt das Molekül, wenn ihm 
entweder ein Elektron hinzugefügt oder weggenommen wird. Im Fall der 
Elektronenzugabe wird von einem reduzierten Zustand und im Fall der 
Elektronenwegnahme von einem oxidierten Zustand gesprochen. Die Übergangsraten in 
diese Zustände hängen von der Konzentration der in der Umgebung gelösten Reduktions- 
bzw. Oxidationsmittel ab. Die Übergangsrate der Rückführung in den Grundzustand hängt 
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wiederum von der Konzentration des jeweils komplementären Redoxmittels ab. Ist 
beispielsweise entweder ein Oxidations- oder ein Reduktionsmittel in der Umgebung des 
Farbstoffmoleküls in ausreichender Konzentration präsent (in der Regel im oberen 
mikromolaren bis millimolaren Bereich), so wird der entsprechende Radikalzustand 
effizient aus dem Triplett-Zustand bevölkert, wobei die Rückführung weiterhin 
unwahrscheinlich und die Lebensdauer des Radikalzustandes somit lang ist. Enthält die 
Lösung allerdings sowohl Reduktions-, als auch Oxidationsmittel in ausreichender 
Konzentration, so sind sowohl die Übergangsrate in als auch aus den Radikalzuständen 
stark erhöht Das führt letztlich zu einer schnellen Rückführung des Triplett in den 
Grundzustand mit dem Umweg entweder über den reduzierten oder den oxidierten 
Radikalzustand. Dadurch werden sowohl Photobleichen reduziert, als auch 
Dunkelzustände auf eine Regel nicht mehr detektierbare Länge verkürzt. Das Ergebnis ist 
ein stabiles gleichförmiges Fluoreszenzsignal. Dieses System aus Reduktions- und 
Oxidationsmittel wird als ROXS (reducing and oxidizing system, reduzierendes und 
oxidierendes System)  bezeichnet.[11] 
 
 
Abbildung 2.4: Abhängigkeit der An- und Auszeiten des Oxazinfarbstoffes ATTO655 von der 
Konzentration eines Reduktionsmittels (AA) und eines Oxidationsmittels (MV).[25] 
 
Damit lässt sich also bei Fluoreszenzfarbstoffen entweder Blinken generieren, wobei die 
Länge der An- und Auszeiten über die Konzentration der Redoxmittel[25] und die 
Intensität der Laseranregung[37] im Prinzip frei einstellbar sind, oder Blinken nahezu 
vollständig verhindern und gleichmäßige stabile Fluoreszenz erzeugen. Beides wird im 
weiteren Verlauf dieser Arbeit Anwendung finden. Abbildung 2.4 zeigt die Möglichkeit, An- 
und Auszeiten durch Veränderung der Umgebungsbedingungen einstellen zu können.[25]  
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2.1.3 Stimulierte Emission 
Alle bisher besprochenen lumineszenten, also Licht aussendenden Übergänge waren 
sogenannte spontane Emissionen. Spontan bedeutet dabei, dass die Aussendung des 
Photons ohne direkte Ursache und zu einem zufällig Zeitpunkt geschieht, der nicht 
vorherzusagen, sondern nur durch Wahrscheinlichkeiten zu beschreiben ist, in der Regel 
durch eine Exponentialverteilung. Im Gegensatz dazu gibt es noch die sogenannte 
stimulierte Emission. Diese Art der Lichtaussendung entsteht bei der Wechselwirkung 
eines angeregten Moleküls mit einem Photon. Entspricht die Energie des Photons genau 
der Energiedifferenz zwischen dem angeregten Zustand, in dem sich das Molekül 
befindet, und einem beliebigen energetisch tieferliegenden Zustand, und ist der Übergang 
zwischen den beiden Zuständen quantenmechanisch erlaubt, so wird das Photon 
ebendiesen Übergang induzieren. Die dabei frei werdende Energie führt zur Emission 
eines weiteren Photons. Die Energie des Photons ist dabei gegeben durch die 
Energiedifferenz der beiden Zustände und entspricht somit exakt der Energie des 
stimulierenden Photons. Ebenso sind die beiden Photonen in Phase und 
Ausbreitungsrichtung identisch. Eine sehr verbreitete Anwendung dieses Effektes ist der 
LASER (light amplification by stimulated emission of radiation, Lichtverstärkung durch 
stimulierte Emission von Strahlung), der dieses Prinzip des „Photonenkopierens“ nutzt, 
um stark gebündeltes und kohärentes Licht zu erzeugen. Desweiteren basiert die super-
auflösende STED-Methode auf dem Effekt der stimulierten Emission.[5] Diese wird im 
weiteren Verlauf dieses Kapitels genauer besprochen. 
 
 
2.2 Die Theorie der optischen Auflösung und Super-Auflösung 
In diesem Teil wird zunächst die Beschränkung, die sich aus der Wellennatur des Lichtes 
und den daraus resultierenden Beugungseffekten für die optische Auflösung ergibt, 




2.2.1 Das Beugungslimit nach Abbe 
Um das Beugungslimit der optischen Auflösung zu verstehen, ist es zweckmäßig, 
zunächst als Modellstruktur ein einfaches reguläres Gitter mit der Gitterkonstante d zu 
betrachten. Dieses Gitter soll auf eine Detektionsoberfläche abgebildet werden. 
Wellenoptisch lässt sich eine solche Abbildung als doppelte Fourier-Transformation 
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verstehen, d.h. die Fourier-transformierte der Probe wird auf die, sich zwischen Probe und 
Abbild befindende sogenannte Fourier-Ebene abgebildet. Deren Fourier-transformierte 
wiederum wird schließlich auf die Detektionsfläche abgebildet. Da eine doppelte Fourier-
Transformation das Ausgansbild exakt reproduziert, läge der Schluss nahe, dass auch die 
Abbildung in der Mikroskopie die Originalstruktur exakt widergibt. Dies wäre in der Tat so, 
wenn Abbildungsoptik unendlicher Ausdehnung verwendet würde. In der Realität ist es 
aber so, dass nicht das vollständige Fourier-Bild zur Rücktransformation zur Verfügung 
steht, sondern nur der Teil, der die Apertur des Objektivs passieren kann. Die Information, 
die den übrigen Bereichen des Fourier-Bildes steckt, geht verloren. Die 
Rücktransformation erzeugt somit ein fehlerbehaftetes Abbild der Originalstruktur. Dies 
lässt sich auch quantifizieren: Vereinfacht lässt sich annehmen, dass die 
Strukturinformation genau dann erhalten bleibt, wenn mindestens die erste 
Beugungsordnung der Struktur durch die Apertur transmittiert wird. Für den 
Ablenkungswinkel ϕ der k-ten Beugungsordnung gilt: 
     (2.3) 
Dabei ist λ die Wellenlänge des verwendeten Lichtes. Für k = 1 ergibt sich also: 
    (2.4) 
Für den Fall, dass zwischen der Probe und der abbildenden Optik kein Vakuum herrscht, 
sondern sich ein Medium mit dem Brechungsindex n befindet, muss die Wellenlänge um 
ebendiesen Faktor korrigiert werden: 
    (2.5) 
Für den Fall, dass die erste Beugungsordnung gerade noch durch die Apertur gelangt, 
entspricht der Beugungswinkel ϕ genau dem halben Öffnungswinkel α des Objektivs. 
Damit muss also gelten: 
    (2.6) 
Für gegebene Werte von α, λ und n lässt sich also der kleinstmögliche Abstand d, der 
noch aufzulösen ist angeben als 
      (2.7) 
Dabei wird das Produkt aus dem Brechungsindex und dem Sinus des halben 
Öffnungswinkels häufig als sogenannte numerische Apertur (NA) bezeichnet. In den 
bisherigen Überlegungen wurde immer von einer symmetrischen Fourier-Ebene 
ausgegangen. In diesem Fall impliziert das Vorhandensein der Beugungsordnung k = 1 
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auch das der Ordnung k = -1. Tatsächlich wäre diese aber gar nicht erforderlich. Wird 
beispielsweise durch schräge Beleuchtung die nullte Beugungsordnung an den einen 
Rand der Apertur verschoben, so genügt es, wenn die erste Beugungsordnung genau auf 
den gegenüberliegenden Rand der Apertur trifft. Somit ergibt sich eine Verbesserung der 
Auflösung um den Faktor 2: 
   2  2 (2.8) 
Diese Gleichung wurde erstmals von Ernst Abbe hergeleitet und wird daher als 
Abbe’sches Auflösungslimit oder auch Abbe’sches Beugungslimit bezeichnet.[38] Da die 
Größen n und α technisch bzw. geometrisch bedingt nicht beliebig einstellbar sind und 
insbesondere biologische Proben nicht beliebig hohe Photonenenergien vertragen, ist das 
Beugungslimit ein großes Problem in der optischen Mikroskopie. Im Folgenden werden 
nun einige Möglichkeiten vorgestellt, diese Auflösungsbeschränkung zu umgehen. 
 
2.2.2 Das Prinzip der STED-Mikroskopie 
Die erste Methode, die in der Lage war, das Abbe’sche Beugungslimit zu brechen, war die 
sogenannte STED-Mikroskopie (stimulated emission depletion, Löschung durch 
stimulierte Emission). Die STED-Mikroskopie ist eine Methode der konfokalen 
Mikroskopie deren Funktionsweise im folgenden nun kurz erklärt wird: Die zu 
untersuchende Probe wird in diesem Verfahren illuminiert, indem ein Laserstrahl mittels 
Objektiv auf die Probe fokussiert wird. Dieser Laserfokus wird auch Anregungsfokus 
genannt und seine Breite genügt der Abbe’schen Gleichung. Befinden sich im Bereich des 
Fokus fluoreszierende Moleküle so wird deren Licht ebenfalls mittels Objektiv auf eine 
Photodiode, also auf einen idealisiert punktförmigen Detektor abgebildet. Der Bereich der 
Probe, aus dem ausgesandtes Licht den Detektor erreichen kann wird als Detektionsfokus 
bezeichnet. Dieser lässt sich im Prinzip als Abbildung der Detektorfläche auf die Probe 
betrachten und würde daher für einen tatsächlich punktförmigen Detektor ebenfalls der 
Abbe-Formel genügen. Im Idealfall liegen beide Foki exakt aufeinander, woraus sich der 
Begriff „konfokal“ ableitet. Die Bildgebung entsteht nun durch eine rasterförmige 
Relativbewegung zwischen der Probe und den beiden Foki. Dies wird auch als Scan 
bezeichnet. Wie bereits erwähnt unterliegen beide Foki dem Abbe’schen Beugungslimit, 
welches die optische Auflösung begrenzt auf den durch Gleichung 2.8 gegebenen Wert 
begrenzt. Bei der STED-Mikroskopie wird nun der Anregungsfokus mit einem weiteren 
Laserfokus, dem sogenannten STED-Fokus überlagert. Dessen Wellenlänge ist in der 
Regel deutlich rotverschoben und liegt am energetisch unteren Rand des 
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Emissionsspektrums des verwendeten Fluoreszenzfarbstoffes. Desweiteren ist der STED-
Fokus so deformiert, dass er statt eines zentralen Helligkeitsmaximums eine ringförmige 
Maximallinie konzentrisch zum Mittelpunkt besitzt. Im Zentrum weist er dagegen eine 
Nullstelle auf. Diese Fokus-Form wird auch als Donut bezeichnet. Diese Form wird 
mithilfe einer Phasenplatte generiert, die konzentrisch im parallelen STED-Strahl platziert 
wird. Abbildung 2.5 zeigt einen typischen STED-Aufbau mit einer solchen Phasenplatte. 
Diese erzeugt an jedem Punkt der Platte eine Phasenverzögerung des Lichtes, die genau 
den Wert seines Polarwinkels hat, also kontinuierlich von 0 bis 2pi reicht. Für zwei 
Lichtstrahlen, die an jeweils gegenüberliegenden Punkten die Phasenplatte passieren, gilt 
nun folgendes: Da die Polarwinkeldifferenz der beiden Phasenplattenpunkte genau pi 
beträgt, weisen die beiden Lichtstrahlen einen Phasenunterschied auf, der ebenfalls den 
Wert pi hat. Treffen die beiden Lichtstrahlen nun im Fokus in dessen Zentrum zusammen, 
so kommt es aufgrund des Phasenunterschiedes von pi und derselben optischen 
Weglänge zu vollständiger destruktiver Interferenz. Treffen die beiden Strahlen jedoch im 
Fokus mit einem bestimmten Abstand zur Mitte aufeinander, gleicht die unterschiedliche 
Weglänge die Phasendifferenz aus und es kommt zu konstruktiver Interferenz. Dies lässt 
sich auf alle, die Phasenplatte passierenden Lichtstrahlen verallgemeinern, wodurch sich 
das besagte ringförmige Fokusprofil ergibt. Dieser donutförmige STED-Fokus wird nun 
dazu verwendet, Fluoreszenzfarbstoffmoleküle selektiv auszuschalten. Das Ausschalten 
erfolgt dabei über die bereits erklärte stimulierte Emission, indem jedes Farbstoffmolekül, 
das sich im angeregten Zustand befindet, zur stimulierten Emission angeregt wird, bevor 
der Übergang in den Grundzustand spontan passieren kann. Das Farbstoffmolekül 
emittiert also keine detektierbaren Fluoreszenzphotonen mehr und ist somit effektiv 
dunkel. 
 




Abbildung 2.5: Links ist der typische Aufbau eines STED-Mikroskops gezeigt. Der rechte Teil der 
Abbildung veranschaulicht die Verringerung der Breite des Anregungsfokus bei steigender STED-
Intensität.[39] 
 
Das funktioniert allerdings nur, wenn die, bei der stimulierten Emission entstehenden 
Photonen vollständig herausgefiltert werden. Deshalb ist es zweckmäßig, die Wellenlänge 
des STED-Strahls so zu wählen, dass sie am äußeren Rand des Emissionsspektrums des 
Fluoreszenzfarbstoffmoleküls liegt. Auf diese Weise lassen sich die stimulierten Photonen 
gut spektral herausfiltern, ohne, dass dabei nennenswert Fluoreszenzsignal anderer 
Moleküle verlorengeht. Die Abhängigkeit der Effizienz des Ausschaltens durch stimulierte 
Emission von der Intensität des STED-Strahls zeigt ein Sättigungsverhalten, sie steigt 
zunächst an, um sich dann ab einer bestimmten STED-Intensität jedoch asymptotisch 
dem Wert 1 anzunähern. Die Intensität, ab der die Sättigung eintritt, wird 
Sättigungsintensität Isat genannt. Auf die Donutform des STED-Fokus übertragen bedeutet 
das, dass ein Farbstoffmolekül, welches sich genau im Zentrum des Fokus befindet, 
volles Fluoreszenzsignal liefert. Mit zunehmendem Abstand zur Fokusmitte erhöht sich 
jedoch die auf das Molekül wirkende STED-Intensität. Erreicht diese die 
Sättigungsintensität, kann das Molekül als vollständig ausgeschaltet betrachtet werden. 
Der Abstand zum Mittelpunkt, ab dem die Sättigungsintensität erreicht wird, sinkt mit 
steigender Maximalintensität. Das ist in Abbildung 2.5 verdeutlicht. Die effektive Breite 
des Anregungsfokus ergibt sich nun aus ebendiesem Abstand und hängt wie folgt von der 
STED-Intensität I ab: 
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   21 +  (2.9) 
Theoretisch ist die mit STED erreichbare optische Auflösung also unbegrenzt. Tatsächlich 
gibt es allerdings einige Beschränkungen, die beispielsweise aus der Photostabilität der 




2.2.3 Das Prinzip der lokalisierungsbasierten Mikroskopie 
Die im letzten Abschnitt diskutierte STED-Mikroskopie ist ausschließlich in der konfokalen 
Mikroskopie anwendbar. Um das Beugungslimit auch in der anderen Form der 
Fluoreszenzmikroskopie, der sogenannten Weitfeldmikroskopie umgehen zu können, 
werden daher andere Techniken benötigt, die in diesem Teil nun vorgestellt werden. Im 
Gegensatz zur konfokalen Mikroskopie, wird bei der Weitfeldmikroskopie die Probe nicht 
mittels eines fokussierten Laserstrahls beleuchtet, sondern mithilfe eines parallelen 
Strahls großflächig ausgeleuchtet. Die von der Probe ausgesandten Fluoreszenzphotonen 
werden dann durch ein Objektiv auf einen Flächendetektor, in der Regel eine CCD-
Kamera, abgebildet. Die Bildgebung erfolgt somit im Gegensatz zur konfokalen 
Mikroskopie im Prinzip instantan. Genau wie in der konfokalen Mikroskopie herrscht in der 
Weitfeldmikroskopie das Abbe’sche Beugungslimit. Die Abbildung auf dem Detektor gibt 
die Probe nicht exakt sondern verlustbehaftet wieder. Strukturinformationen ab einer 
bestimmten Ortsfrequenz gehen verloren. Im Fall eines punktförmigen Objektes bedeutet 
das, dass dieses nicht als Punkt sondern als ausgedehnte Intensitätsverteilung abgebildet 
wird. Die Funktion, durch die diese Intensitätsverteilung beschrieben wird, heißt PSF 
(point spread function, Punktabbildungsfunktion). Für den Fall einer 
rotationssymmetrischen Abbildungsoptik, was normalerweise gegeben ist, ist diese 
Funktion eine sogenannte Airy-Scheibe. Eine solche ist in Abbildung 2.6 gezeigt. Die 
Breite dieser Funktion ist dabei gegeben durch das Abbe’sche Beugungslimit (Gleichung 
2.8). Das Abbild einer Struktur, die aus mehreren Punktlichtquellen besteht, ist daher eine 
Superposition aus den einzelnen PSFs. Ist der Abstand der einzelnen Punktlichtquellen 
im Bereich von d oder geringer, so wird die Überlappung der PSFs dazu führen, dass 
diese nicht mehr separierbar sind und die Strukturinformation somit verlorengeht. Liegt 
eine Punktlichtquelle jedoch einzeln vor, kann sie trotz der Ausdehnung der PSF präzise 
lokalisiert werden.  
 




Abbildung 2.6: PSF beschrieben durch eine Airy-Scheibe 
 
Dies geschieht in der Regel dadurch, dass die detektierte PSF mit einer passenden 
Funktion gefittet wird. Um Rechenressourcen zu sparen wird als solche meistens keine 
Airy-Scheibe, sondern eine, diese ausreichend gut annähernde, zweidimensionale Gauß-
Funktion der Form 
  , "#  $%&'()%)*+, -./01%1*+2 3.4 (2.10) 
Verwendet. Die zur detektierten PSF am besten passende Funktion dieser Form liefert die 
Koordinaten der Punktlichtquelle x0 und y0. Die Präzision, mit der diese Lokalisierung 
möglich ist, hängt im Wesentlichen von der Anzahl der detektierten Photonen ab. Dabei 
kann jedes detektierte Photon als eine Ortsmessung der Genauigkeit d betrachtet werden. 
Der mittlere Fehler des Mittelwertes einer Messreihe, in der jede Einzelmessung den 
Fehler ∆x aufweist, ist gegeben durch: 
 
Δ 6  1√Δ  (2.11) 
Dabei bezeichnet n die Anzahl der in der Messreihe durchgeführten Messungen. Der 
mittlere Fehler bei der Lokalisierung einer Punktlichtquelle ergibt sich also in Abhängigkeit 
der Photonenzahl N zu 
 
	8  √  2 ∙  ∙ √ (2.12) 
Tatsächlich ist die real erreichte Lokalisierungsgenauigkeit zumeist etwas schlechter, da 
zudem beispielsweise Hintergrundrauschen und die Rasterung der Detektorfläche eine 
Rolle spielen.[40] Die Möglichkeit, einzelne Punktlichtquellen präzise zu lokalisieren bildet 
nun die Basis zahlreicher super-auflösender Methoden der Weitfeldmikroskopie. Die Idee 
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ist dabei folgende: Gelingt es, Farbstoffmoleküle nicht über die gesamte Aufnahmezeit 
leuchten zu lassen, sondern das Fluoreszieren auf einige kurze Zeitabschnitte zu 
begrenzen, und gelingt es ferner, dass dies für alle Farbstoffmoleküle in einem Bereich 
asynchron erfolgt, so ergibt sich daraus die Möglichkeit, diese zeitlich zu separieren. Das 
bedeutet konkret, dass die Farbstoffmoleküle nicht mehr gleichzeitig fluoreszieren und 
somit die PSFs nicht mehr überlappen. Damit lässt sich jedes Farbstoffmolekül einzeln 
detektieren und mit der weiter oben hergeleiteten Präzision lokalisieren. Ist dies für jedes 
Farbstoffmolekül erfolgt, lässt sich daraus ein super-aufgelöstes Bild rekonstruieren. Das 
Prinzip ist in Abbildung 2.7 verdeutlicht. 
 
 
Abbildung 2.7: Prinzip der Auflösungserhöhung durch Schalten und Lokalisieren: Sobald ein 
Farbstoffmolekül einzeln leuchtet, kann es lokalisiert werden. Alle Lokalisierungen ergeben am 
Ende die Rekonstruktion der untersuchten Struktur. 
 
Die verschiedenen Super-Auflösungs-Methoden, die dieses Verfahren nutzen 
unterscheiden sich im Prinzip lediglich darin, auf welche Art und Weise sie die benötigten 
Dunkelzustände bei den Farbstoffmolekülen generieren. Im Folgenden werden nun einige 
davon kurz vorgestellt: Die älteste derartige Mikroskopie-Technik ist die sogenannte 
STORM-Methode (stochastic optical reconstruction microscopy, stochastische optische 
Rekonstruktionsmikroskopie).[7] Diese Methode verwendet ein Paar aus einem Molekül 
des Farbstoffs Cy5 und einem Molekül des Farbstoffs Cy3 als photoschaltbare 
Fluoreszenzeinheit.[41] Das Cy3-Molekül fungiert dabei als sogenannter Aktivator, 
während das Cy5-Molekül als Reporter bezeichnet wird. Das detektierte 
Fluoreszenzsignal stammt dabei ausschließlich von dem Cy5-Molekül. Der Schaltprozess 
in den Auszustand geschieht in diesem System spontan, während der Prozess des 
Anschaltens durch Laseranregung des Cy3-Moleküls aktiv induziert wird. Eine weitere 
Methode stellt die sogenannte PALM-Methode (photoactivated localization microscopy, 
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lichtaktivierte Lokalisierungsmikroskopie) dar, die als photoschaltbare Einheiten 
fluoreszierende Proteine nutzt.[6] Eine Variante der STORM-Methode, die direktes 
Schalten von Cy5 ohne Anwesenheit eines Aktivators verwendet, ist dSTORM (direct 
STORM). Diese setzt eine spezielle chemische Umgebung voraus und funktioniert 
mittlerweile nicht nur für Cy5, sondern auch für eine ganze Reihe weiterer Farbstoffe.[8, 
21] Die im Rahmen dieser Arbeit am häufigste verwendete Methode der Super-Auflösung 
ist die Blink-Mikroskopie.[10] Diese Technik erzeugt die Dunkelzustände durch 
Induzierung von intrinsischem Blinkverhalten, welches bereits in Kapitel 2.1.2 diskutiert 
wurde. Ein gänzlich anderer Mechanismus liegt der sogenannte PAINT-Methode (points 
accumulation for imaging in nanoscale topography, Punktanhäufung für die Bildgebung in 
der Topographie auf der Nanometerskala) zugrunde.[12, 13] Im Gegensatz zu anderen 
lokalisierungsbasierten Methoden basiert PAINT nicht auf der Erzeugung von An- und 
Auszuständen bei Farbstoffmolekülen. Stattdessen wird ein Signalblinken dadurch 
erzeugt, dass die zu untersuchende Probe nicht mit fest angebundenen 
Farbstoffmolekülen versehen wird, sondern lediglich mit reversiblen Anbindungsstellen. 
Realisiert wird das in der Regel durch die Ausnutzung von DNA-DNA-Wechselwirkungen 
(DNA-PAINT, im Folgenden vereinfacht als PAINT bezeichnet). Als Anbindungsstelle wird 
ein kurzer (8 - 10 Basen) DNA-Einzelstrang an die Probe gebunden. Zusätzlich wird der 
farbstoffmarkierte Gegenstrang frei diffundierend in der Umgebung gelöst. Auf diese 
Weise kommt es zu stochastischem An- und Abbinden des Farbstoffmoleküls an die 
Probe, was unter Sicherstellung der Unsichtbarkeit des Farbstoffs in Lösung (z.B. durch 
Anregung in TIRF-Konfiguration) zu einem „Blinken“ der Anbindungsstelle führt. Dieses 
Blinken kann analog zu anderen lokalisierungsbasierten Verfahren genutzt werden, um 
ein superaufgelöstes Bild zu rekonstruieren. Ebenfalls in dieser Arbeit verwendet wurde 
die sogenannte SHRImP-Methode (single-molecule high-resolution imaging with 
photobleaching, hochauflösende Einzelmolekül-Bildgebung durch Photobleichen).[42] 
Obwohl diese Technik ebenfalls lokalisierungsbasiert ist, unterscheidet diese sich von 
anderen Methoden dadurch, dass sie ohne die Generierung von Auszuständen 
auskommt. Stattdessen wird simples Photobleichen durchgeführt. Die Signalspur n 
photobleichender Moleküle weist im Idealfall n unterscheidbare Stufen auf. Die 
Lokalisierung der einzelnen Farbstoffmoleküle erfolgt dann iterativ. Zunächst werden die 
Fluoreszenz-Spots, die aus den Frames der n-ten Stufe gewonnen wurden lokalisiert. 
Dies ergibt die Position des n-ten Moleküls. Anschließend wird das mittlere 
Fluoreszenzsignal dieser Frames von der gesamten Spur subtrahiert. Auf diese Weise 
ergibt sich nun eine Spur mit n – 1 Stufen. Aus der letzten Stufe dieser Spur lässt sich 
jetzt die Position des n-1ten Moleküls bestimmen. Das Verfahren kann nun solange 
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wiederholt werden, bis die Positionen aller n Moleküle ermittelt worden sind und somit ein 
superaufgelöstes Bild erstellt werden kann. Diese Methode hat den Vorteil, dass die 
Lokalisierung sehr genau ist (bis auf wenige Nanometer). Das gilt allerdings nur für kleine 
n, da für zu große n zum einen die nutzbare Photonenzahl stark abnimmt und zum 
anderen Separierung der einzelnen Stufen zunehmend unsicher wird. Somit ist SHRImP 
eine Methode, die sich besonders gut für Proben eignet, deren Farbstoffanzahl bekannt 
und gering ist. 
 
 
2.3 Biologische Grundlagen 
In diesem Abschnitt werden nun die als Probe verwendeten biomolekularen und 
biologischen Strukturen erläutert und deren Aufbau beschrieben. 
 
 
2.3.1 Die DNA-Origami-Technik 
Eine sehr effiziente Methode zur Erzeugung von definierten Nanostrukturen stellt die 
sogenannte DNA-Origami-Technik dar. DNA ist ein Polymer, welches aus einzelnen 
sogenannten Nukleotiden besteht. Ein Nukleotid wiederum setzt sich aus einem 
Phosphat-Ion, einem Ribosemolekül und einer aus vier möglichen Stickstoffbasen 
zusammen. Phosphat und Ribose dienen dabei der longitudinalen Verknüpfung der 
Nukleotide zu einem Polymer. Ein solches, rein longitudinal verknüpftes Nukleotid-
Polymer wird DNA-Einzelstrang genannt. Die charakteristische Eigenschaft eines 
individuellen DNA-Einzelstranges ist die Abfolge der Stickstoffbasen der Nukleotide. 
Diese wird als DNA-Sequenz bezeichnet.  Jede Stickstoffbase ist entweder ein Adenin- 
(A), Guanin- (G), Thymin- (T) oder Cytosinmolekül (C). Mittels 
Wasserstoffbrückenbindungen können nun zu einander komplementäre Basen ebenfalls 
eine Verknüpfung herstellen. Komplementär sind dabei Adenin zu Thymin, welche über 
eine doppelte Wasserstoffbrücke verbunden werden können, und Guanin zu Cytosin, die 
mithilfe einer dreifachen Wasserstoffbrücke eine Verbindung eingehen können. Bei 
Raumtemperatur gehen DNA-Einzelstränge komplementärer Sequenz auf diese Weise 
eine stabile Verbindung ein. Diese wird dann als DNA-Doppelstrang bezeichnet. Ein 
solcher liegt beispielsweise als Träger der Erbinformation in jeder lebenden Zelle vor.[1] 
Temperaturen oberhalb der Raumtemperatur führen zunehmend zur Auftrennung von 
DNA-Doppelsträngen. Diejenige Temperatur, bei der diese Auftrennung geschieht, wird 
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als Schmelztemperatur bezeichnet. Diese ist umso höher, je länger der DNA-Einzelstrang 
und je höher der GC-Gehalt der Sequenz ist. 
 
 
Abbildung 2.8: Prinzip der DNA-Origami-Technik. Durch die Komplementarität der staple-
Sequenzen (bunt) zu bestimmten Abschnitten der scaffold-Sequenz (schwarz) wird der scaffold in 
eine genau definierte Form gezwungen. 
 
 Die DNA-Origami-Technik nutzt nun genau diese Eigenschaften der DNA aus: Das 
Grundgerüst der zu erzeugenden Nanostruktur bildet ein langer DNA-Einzelstrang (in der 
Regel 7 bis 8 kb), der sogenannte scaffold (engl. Rückgrat). In der Praxis wird dafür 
zumeist das Genom eines Bakteriophagen verwendet. Mithilfe einer Vielzahl von kürzeren 
DNA-Einzelsträngen, den sogenannten staples (engl. Tacker), wird der scaffold nun 
gezielt in sich verknüpft.  Diese interne Verknüpfung des scaffold geschieht dadurch, dass 
die Sequenzen der staples so gewählt werden, dass sie partiell komplementär zu 
verschiedenen Abschnitten der scaffold-Sequenz sind und diese dadurch miteinander 
verbinden. Das Prinzip ist in Abbildung 2.8 veranschaulicht. Praktisch wird dieser 
Faltungsvorgang dadurch realisiert, dass eine Lösung, die scaffold- und staple-DNA 
enthält, erhitzt und anschließend langsam abgekühlt wird. Dies stellt sicher, dass es zu 
keinen unerwünschten Verklumpungen durch komplementäre Basenpaarung kommt. 
Durch geeignete Wahl der staple-Sequenzen lässt sich nun nahezu jede beliebige 
Struktur programmieren, wobei diese natürlich in ihrer Größe durch die Länge des 
verwendeten scaffoldes beschränkt ist.[27] Da zusätzlich jeder staple-Strang vor dem 
Faltungsprozess modifizierbar ist, d.h. ein beliebiges weiteres Molekül kovalent 
angebunden werden kann, lässt sich ein solches DNA-Origami als nanoskopische 
Rasterplatte verwenden, auf der beliebige Moleküle auf genau definierten Positionen 
platziert werden können. Beispielsweise ist es dadurch möglich, zwei Farbstoffmoleküle in 
einen genau definierten Abstand zueinander zu setzen.[43] Der entscheidende Vorteil 
gegenüber anderen Methoden, definierte Nanostrukturen zu erzeugen, ist dabei der 
extrem hohe Parallelisierungsgrad. So werden mit einem einzigen Ansatz einige Billionen 
Kopien dieser Struktur erzeugt. 






Eine der gängigsten Testproben für super-auflösende Mikroskopie-Techniken sind neben 
den Mikrotubuli die sogenannten Aktinfilamente. Beide sind Teil des eukaryontischen 
Zytoskeletts. Aktinfilamente bestehen aus zwei spiralförmig umeinander gewundenen 
Polymeren des Proteins Aktin. Sie weisen in der Regel eine Dicke von 5 bis 7 nm auf. In 
Zellen ist ihre hauptsächliche Aufgabe neben der Strukturbildung die Mitwirkung an der 
Zellbewegung, so sind sie beispielsweise ein wichtiger Bestandteil tierischer 
Muskelzellen. Sowohl für die Kontraktion solcher Muskelzellen als auch für die 
Durchführung der Schwimmbewegung eukaryontischer Einzeller ist eine Wechselwirkung 
zwischen Aktinfilamenten und dem Protein Myosin verantwortlich.[1] Die Affinität zu 
ebendiesem Protein eröffnet die Möglichkeit, Aktinfilamente in vitro auf einer Oberfläche 
zu fixieren, was die Verwendung außerhalb von Zellen erlaubt und Aktinfilamente somit zu 
einer einfach zu verwendenden Testprobe für die super-auflösende Mikroskopie macht. 
Ihre netzartige Struktur auf der Oberfläche oder auch innerhalb einer Zelle sorgt 
darüberhinaus dafür, dass nahezu jeder beliebige Abstand realisiert wird, wodurch das 




Fibroblasten sind gering spezialisierte Zellen, die sich in jedem Bindegewebe von 
Säugetieren finden lassen. Die Kultivierung dieses Zelltyps ist vergleichsweise 
unkompliziert, was unter anderem an ihrem geringen Differenzierungsgrad und der 
solitären Lebensweise liegt. Eine zeitlich unbegrenzte Kultivierung ist allerdings nicht 
ohne Weiteres möglich, da Fibroblasten in der Regel nur etwa 50 Teilungszyklen 
durchführen. In Kultivierung ist adhärentes Wachstum der Regelfall.[44] Abbildung 2.9 
zeigt eine typische Fibroblastenzelle. 
 




Abbildung 2.9: Lichtmikroskopische Aufnahme einer Fibroblastenzelle.[45] 
 
Die am häufigsten verwendete Fibroblasten-Zelllinie wurde 1962 aus mäuseembryonalen 
Hautzellen kultiviert und wird mit der Abkürzung 3T3 bezeichnet. Dies ist ein Akronym, 
welches sich aus der Art und Weise ableitet, wie diese Zelllinie zu kultivieren ist: Die 
Zelllinie ist alle 3 Tage umzusetzen (transfered) und dabei in einer Zelldichte von 3 · 105 
pro 20 cm2 neu aufzubringen. 3T3-Zellen wachsen ausschließlich in einlagigen Schichten 
und weisen dabei ein deutlich flacheres Wachstum auf als dies bei anderen Fibroblasten-
Zelllinien üblich ist.[46] Dies ist ein großer Vorteil für deren Verwendung als biologische 
Testprobe für super-auflösende Fluoreszenzmikroskopie und erklärt ihre weite 
Verbreitung in diesem Gebiet. 
3. Material und Methoden 
33 
 
3. Material und Methoden 
In diesem Kapitel werden die benötigten Techniken und Materialien vorgestellt. Dabei wird 
zunächst auf den verwendeten Versuchsaufbau im Detail eingegangen. Desweiteren 
werden die Verfahren zur Herstellung der untersuchten Proben erläutert.  
 
 
3.1 Der Versuchsaufbau 
In diesem Abschnitt wird nun näher auf den Versuchsaufbau eingegangen. Für alle 
Messungen wurde ein inverses Mikroskop der Firma Olympus (IX71) benutzt. Die 
Lichtanregung fand stets über externe Einkopplung statt. Das Fluoreszenzlicht wurde 
ebenfalls extern detektiert. Dazu wurde eine EMCCD-Kamera der Firma Andor (ixon 




Abbildung 3.1: Schematische Skizze des Versuchsaufbaus 
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3.1.1 Der Laser 
Die Laseranregung fand vorwiegend in den Wellenlängenbereichen 644 nm (rot) und 
532 nm (grün) statt. Als Lichtquellen für die rote Anregung wurden Laser der Firma 
Toptica (XTL und ibeam smart) verwendet. Die Lichtquellen der grünen Anregung war der 
VFL-P-1000-532 von MPB Communications. 
 
 
3.1.2 Der Anregungsstrahlengang 
Der Zweck des Anregungsstrahlengangs ist die Erzeugung eines Fokus in der hinteren 
Brennebene des Objektivs. Dies wurde mithilfe eines Systems aus zwei Linsen realisiert 
(Abbildung 3.1). Die Brennweite der ersten Linse (das ist die dem Laser am nächsten 
liegende Linse) ist dabei deutlich kürzer (typisch f1 = 12,5 mm) als die der zweiten Linse 
(typisch f2 = 100 mm). Die beiden Linsen stehen in einem Abstand d zueinander, wobei 
d = f1 + 2 ⋅ f2. Zudem beträgt die Entfernung zwischen der zweiten Linse und der hinteren 
fokalen Ebene des Objektivs 2 ⋅ f2. Die Größe der durch diese Anordnung erzeugten 
ausgeleuchteten Fläche in der Probe hängt von den Brennweiten der beiden Linsen ab. 
Eine kleine ausgeleuchtete Fläche hat den Vorteil, dass die Intensität bei konstanter 
Lichtleistung höher wird und somit kürzere Anzustände bei Farbstoffmolekülen generiert 
werden können. Dagegen bestehen die Vorteile einer größeren ausgeleuchteten Fläche in 
einer homogeneren Ausleuchtung und natürlich einer größeren Anzahl an anregbaren 
Molekülen im Sichtfeld. 
 
 
3.1.3 Das Mikroskop 
Das Anregungslicht wurde durch den hinteren Eingang des Mikroskops (Olympus IX-71) 
über einen dichroitischen Strahlteiler (Dualband z532/633, AHF Analysentechnik) in das 
Objektiv (PlanApoN Öl, 100 fache Vergrößerung, numerische Apertur 1,40, Olympus) 
eingekoppelt. Das vom Objektiv eingesammelte Licht trifft erneut auf den dichroitischen 
Strahlteiler, der für das rotverschobene Fluoreszenzlicht durchlässig ist. Über einen 
Seitenausgang des Mikroskops kann das Licht schließlich in den Detektionsstrahlengang 
ausgekoppelt werden. Dabei wird es durch eine im Mikroskop fest integrierte Tubuslinse 
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3.1.4 Die Technik der totalen internen Reflexion 
Speziell in der lokalisierungsbasierten Superauflösungsmikroskopie ist ein hohes Signal-
Rausch-Verhältnis wichtig. Dieses kann durch Verringerung der Hintergrundfluoreszenz 
verbessert werden. Die Hauptquelle des Hintergrundsignals ist die Fluoreszenz der 
Lösung, in der sich die Probe befindet. Die vollständige dreidimensionale Durchleuchtung 
der Lösung mit dem Anregungslaserlicht führt zu einem hohen Fluoreszenzsignal, 
welches das eigentlich gewünschte Signal überdeckt. Da die untersuchten Proben jedoch 
in der Regel flache, oberflächennahe Objekte sind, ist es ausreichend, die Illumination auf 
den oberflächennahen Bereich zu beschränken. Mit oberflächennah ist dabei ein 
maximaler Abstand zur Glasoberfläche von wenigen hundert Nanometern gemeint. Dies 
wurde mithilfe der sogenannten TIRF-Methode (total internal reflection fluorescence) 
erreicht.[47] Dabei trifft der Anregungsstrahl nicht senkrecht auf das die Probe tragende 
Deckglas auf, sondern in einem flachen Winkel dazu. Realisiert wurde das durch das 
sogenannte Objektiv-Verfahren (im Gegensatz zum Prisma-Verfahren). Dabei wird der 
Anregungsstrahl nicht zentral auf die hintere fokale Ebene des Objektivs ausgerichtet, 
sondern lateral dazu versetzt. Erreicht wurde das durch die Verwendung eines xy-
Verschiebers (owis) im Anregungsstrahlengang. Auf diese Weise war der Winkel, in dem 
das Deckglas getroffen wurde, beliebig einstellbar. Für den Fall, dass der eingestellte 
Winkel kleiner als ein bestimmter kritischer Winkel ist, tritt sogenannte Totalreflexion auf. 
Der kritische Winkel ist dabei gegeben durch 
 
:;  <= 0>ö@ABC	 3 (3.1) 
Im Fall der Totalreflexion wird das Anregungslicht an der Grenzfläche zwischen Deckglas 
und Lösung vollständig reflektiert, wodurch die Lösung nicht mehr zur Fluoreszenz 
angeregt werden kann. Direkt über der Grenzfläche bildet sich allerdings eine sogenannte 
evaneszente Welle aus, also ein elektrisches Feld, dessen Amplitude exponentiell abfällt. 
Dessen Eindringtiefe ist proportional zur Wellenlänge des verwendeten Lichtes und liegt 
in der Größenordnung von etwa 100 nm. Die sich direkt auf der Oberfläche befindende 
Probe wird somit im Gegensatz zur Lösung vollständig angeregt. Das Signal-Rausch-
Verhältnis wird daher deutlich erhöht. 
 
 
3.1.5 Der Detektionsstrahlengang 
Das durch die Tubuslinse fokussierte Licht wurde durch eine weitere Linse (f = 100 mm) 
wieder parallelisiert. In diesen parallel verlaufenden Strahlengang konnte nun optional ein 
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Strahlteiler eingebracht werden, um einen Tel des Lichtes rechtwinklig auszukoppeln. Der 
Strahlteiler konnte dabei entweder wellenlängenunabhängig oder dichroitisch sein. Jeder 
der beiden Strahlengänge (oder in Abwesenheit eines Strahlteilers der eine Strahlengang) 




3.1.6 Die Kamera 
Der Detektionschip der verwendeten Kameras (Andor ixon DU-860 oder ixon DU-897) ist 
eine zweidimensionale Matrix von Photosensoren (Pixeln). Diese sind bei der ixon DU-
860 in 128 Zeilen und Spalten angeordnet, wohingegen die ixon DU-897 über 512 Zeilen 
und Spalten verfügt. Abbildung 3.2 zeigt eine schematische Darstellung des 
Detektionschips. Die Quantenausbeute liegt bei etwa 90 %, wobei jedoch je nach 
Einstellung des Vorverstärkers zwischen 12 und 15 Photonen benötigt werden, um in 
einem Pixel ein Elektron herauszulösen. Das Auslesen der herausgeschlagenen 
Elektronen erfolgt wie bei jeder CCD-Kamera zeilenweise, wobei allerdings die 
Möglichkeit besteht, über die Frame-Transfer-Technik die aufgesammelten Signale 
zunächst als Ganzes aus dem Belichtungsbereich in einen gesonderten unbelichteten 
Auslesebereich zu verschieben.  
 
 
Abbildung 3.2: Schematischer Aufbau der Detektionsfläche einer EMCCD-Kamera 
3. Material und Methoden 
37 
 
Das hat den Vorteil, dass im Belichtungsbereich bereits das nächste Bild aufgenommen 
werden kann, während das vorhergehende noch im Auslesebereich ausgelesen wird. Die 
Frame-Transfer-Technik kam in allen in dieser Arbeit vorgestellten Messungen zum 
Einsatz. Das Signal wird nach dem Auslesen noch durch Elektronenvervielfältigung 
verstärkt. Der Verstärkungsfaktor ist frei wählbar (bis maximal 1000), wurde jedoch stets 
(sofern nicht anders angegeben) auf den Wert 250 eingestellt. 
 
 
3.1.7 Dreidimensionale Mikroskopie 
Der Aufbau konnte auf zwei Arten für die dreidimensionale Lokalisierung erweitert 
werden. Die eine Möglichkeit war, wie in Abschnitt 3.1.5 einen wellenlängenunabhängigen 
Strahlteiler zu verwenden und damit die Probe simultan auf beide Kameras abzubilden. 
Dabei wurden die Kameras allerdings so eingestellt, dass die Schärfenebenen der beiden 
Strahlengänge gegeneinander versetzt waren, sodass aus dem unterschiedlichen 
Fokussierungsgrad in beiden Bildern eine räumliche Tiefeninformation gewonnen werden 
konnte.[49, 50] Befand sich beispielsweise ein detektiertes Farbstoffmolekül in einer der 
Schärfenebenen der Kameras, so wies die PSF des Moleküls auf dieser Kamera ihre 
minimale (d.h. beugungsbegrenzte) Breite  auf, während sie auf der anderen Kamera 
messbar breiter war. Befand sich das Molekül dagegen in der Mitte zwischen den beiden 
Schärfenebenen, so waren die PSF-Breiten in beiden Bildern gleich. Die zweite 
Möglichkeit war die Platzierung einer Zylinderlinse anstelle des Strahlteilers in den 
Strahlengang.[20] Eine solche Anordnung ist in Abbildung 3.3 dargestellt. 
 




Abbildung 3.3: Schematische Darstellung der Astigmatismus-basierten z-Lokalisierung: Aufgrund 
der Zylinderlinse sind die Brennebenen für beide lateralen Achsen unterschiedlich, wodurch die 
Form des Punktbildes eine Funktion von z ist. 
 
Die Brennweite der Linse betrug dabei 100 mm, 1000 mm oder 10 m. In diesem Fall 
wurde die 3d-Information durch eine z-abhänge Verzerrung des Bildes gewonnen. Um 
aus dem unterschiedlichen Fokussierungsgrad der beiden Bilder bzw. der Verzerrung des 
einen Bildes auf die z-Position schließen zu können, wurde der Aufbau vor jeder Messung 








Abbildung 3.4: Kalibrierung eines Astigmatismus-basiertem 3d-Mikroskops mit Beads: Unter 
Variation der z-Position (mithilfe eines Piezo-Motors) wird die Breite der Bead-PSF in beiden 
lateralen Achsen gemessen (links). Die Differenz beider Werte lässt sich mit einer Polynomfunktion 
anfitten (rechts).[29] 
 
Die Kalibrierung wurde durchgeführt, indem das Objektiv unter einer Glasoberfläche mit 
Beads schrittweise mithilfe eines Piezo-Motors in z-Richtung verschoben wurde. Für jede 
z-Position des Objektivs wurde ein Bild der Bead-Oberfläche aufgenommen. In jedem Bild 
wurde anschließend die Breite der PSF eines exemplarischen Beads in x- und in y-
Richtung mithilfe eines Gauß-Fits vermessen. Die Differenz beider Werte wurde 
schließlich gegen die z-Position aufgetragen und mit einer Polynomfunktion angepasst. 
Eine solche Kurve ist in Abbildung 3.4 dargestellt. Die resultierende Polynomfunktion 
konnte dann verwendet werden um in 3d-Messungen die z-Position von 
Farbstoffmolekülen zu berechnen. 
 
 
3.2 Vorbereitung der Proben 
Im folgenden Abschnitt wird nun das Vorgehen bei der Vorbereitung der verwendeten 




Als Oberfläche wurde in der Regel ein sogenanntes LabTek (Nunc) verwendet. Dieses ist 
ein 0,17 mm dickes mit acht Kammern versehenes Deckglas. Die Kammern weisen dabei 
ein Fassungsvolumen von je etwa 700 µl auf. Die Präparation dieser LabTeks fand nun in 
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folgenden Schritten statt: Zunächst wurde die Oberfläche mit 0,1 % Flusssäure (HF) 
behandelt und 30 Sekunden inkubieren gelassen. Anschließend wurde sie dreimal mit 
phosphatgepufferter Saline (PBS) gewaschen. 3 mg/ml Albumin aus bovinem Serum 
(BSA) und 0,6 mg/ml Biotin an BSA gebunden wurden in PBS gelöst. Jede LabTek-
Kammer wurden nun mit 300 µl dieser Lösung befüllt und entweder über Nacht bei 4 °C 
oder für drei Stunden bei Raumtemperatur stehen gelassen. Anschließend wurde die 
Oberfläche erneut dreimalig mit PBS gewaschen. Daraufhin wurden in jede Kammer 
300 µl einer Streptavidin-Lösung (0,1 mg/ml in PBS) gegeben und für 15 Minuten 
inkubiert. Ungebundenes Streptavidin wurde danach durch weiteres dreimaliges Waschen 
mit PBS entfernt. Auf diese Oberflächen konnten nun Biotin-markierte Proben 
angebunden werden. Abbildung 3.5 stellt die Oberfläche schematisch dar. 
 
 
Abbildung 3.5: Schema einer BSA-Biotin-Oberfläche: Auf die durch BSA (gelb) passivierte 
Oberfläche wird über Biotin (orange) und Streptavidin (grün) die Probe (grau) angebunden. 
 
Die anzubindenden Proben waren entweder  einzelne Farbstoffmoleküle, oder DNA-
Origami-Strukturen, die in der Regel in einer Konzentration von etwa 100 pM auf die 
Oberfläche gegeben und nach kurzem Warten wieder herunter gespült wurden. Die 
optimale Wartezeit betrug dabei für Einzelmoleküle einige Sekunden. DNA-Origami-
Strukturen benötigten dagegen deutlich länger für die Anbindung, weshalb die Lösung 
erst nach einer Zeit von bis zu 30 Minuten gespült wurde. Die Anbindung der DNA-
Origami-Strukturen erforderte zudem die Zugabe von MgCl2 (500 mM), um die repulsive 
elektrostatische Kraft zwischen Streptavidin und DNA abzuschirmen. 
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3.2.2 Aktinfilamente in vitro 
Die verwendeten Aktinfilamente wurden zunächst durch Polymerisierung von Aktin-
Monomeren (invitrogen) hergestellt. An die dafür verwendeten Aktin-Monomere war 
jeweils ein Atto655-Molekül gebunden. Die Monomere wurden 5µM in eine Pufferlösung 
gegeben, die 25 mM Imidazol, 25 mM KCl, 4 mM MgCl2, 1 mM 
Ethylenglycoltetraessigsäure (EGTA) und 1 mM Dithiothreitol (DTT) enthielt. Das DTT 
stellte dabei durch Verhinderung der Oxidation von Sulfohydryl-Gruppen die 
Funktionsfähigkeit der Proteine sicher, während das EGTA durch Binden von 
Kalziumionen für eine kalziumarme, d.h. zellenähnliche Umgebung sorgte. Nach fünf 
Minuten wurde der Lösung zur Stabilisierung der Filamente Phalloidin in einer 
Endkonzentration von 8 µM zugesetzt. Die Lösung wurde schließlich auf eine mit BSA 
und Myosin behandelte Glasoberfläche gegeben und nach kurzer Inkubationszeit mit PBS 
herunter gewaschen. Die Wechselwirkung zwischen Myosin und Aktin führte dazu, dass 
die Aktinfilamente auf der Oberfläche fixiert wurden. Der Bindungsmechanismus zwischen 
Myosin und Aktin kommt so beispielsweise in tierischem Muskelgewebe vor. Die 
Relativbewegung zwischen Aktin und Myosin bewirkt dort die Muskelkontraktion und wird 
konzentrationsabhängig durch ATP induziert. Um also die gewünschte Unbeweglichkeit 
der Aktinfilamente auf der Oberfläche zu gewährleisten, musste darauf geachtet werden, 
dass die Lösung frei von ATP war.[51] Die Länge der Inkubationszeit war dabei 




3.2.3 Aktinfilamente in fixierten Zellen 
Die Blink-Mikroskopie wurde ferner auch auf das Zytoskelett fixierter Zellen angewandt. 
Dafür wurde eine Zelllinie des Typs 3T3 kultiviert. Für die Kultivierung wurde eine 50-ml-
Kulturflasche verwendet, die mit 5 ml Dulbecco's Modified Eagle Medium (DMEM) gefüllt 
wurde, welches 10 % N-Chlorsuccinimid als Wachstumsfaktor enthielt. Das Zellwachstum 
fand bei einer Temperatur von 37 °C unter CO2-Atmosphäre in einem Brutschrank statt 
und erforderte eine Umsetzung der Zellen alle drei Tage. Zum Umsetzten wurde zunächst 
das alte Medium entfernt und die Zellen einmal mit PBS gewaschen. Für das Ablösen der 
auf dem Boden der Kulturflasche adhärent wachsenden Zellen wurde sie mit 1 ml 
Ethylendiamintetraessigsäure (EDTA) überdeckt und fünf Minuten lang in den Brutschrank 
gestellt. Anschließend wurden die von der Oberfläche gelösten Zellen mit 4 ml PBS 
verdünnt. In eine frische Kulturflasche, die mit 5 ml Medium befüllt worden war, wurden 
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schließlich 0,5 ml dieser Zellemulsion gegeben. Wenn die Zellen für Blink-Mikroskopie 
genutzt werden sollten, wurde zusätzlich ein LabTek verwendet. In diesem Fall wurden 
pro LabTek-Kammer 400 µl Flüssigkeit aus der frischen Kulturflasche in das LabTek 
gefüllt. Sowohl die Kulturflasche als auch das LabTek wurden anschließend in den 
Brutschrank gestellt. Das LabTek wurde nach einer Zeit von ein bis zwei Tagen aus dem 
Brutschrank entnommen. Nach dem Entfernen des Mediums wurden die Zellen einmal mit 
PBS gewaschen und anschließend mit Paraformaldehyd (3,7 % in PBS) fixiert. Nach zehn 
Minuten wurden die Zellen dreimal mit PBS gewaschen. Durch Zugabe einer Lösung aus 
5 % BSA und 0,5 % Triton X-100 in PBS wurden die Zellmembranen permeabilisiert. 
Nach einer 15-minütigen Inkubation wurden die Zellen erneut dreimal mit PBS 
gewaschen, das nun allerdings 0,1 % Tween 20 enthielt. Anschließend wurden die 
Aktinfilamente angefärbt. Dies geschah durch Zugabe von Phalloidin, welches mit dem 
Farbstoff Atto655 markiert war. 
 
 
3.2.4 Aktinfilamente in lebenden Zellen 
Für Versuche mit lebenden Zellen wurden ebenfalls Zellen der oben beschriebenen 
Zelllinie verwendet. Diese wurden wie oben beschreiben auf einem LabTek präpariert, 
dabei allerdings weder fixiert noch permeabilisiert. Zudem bestand das hierfür verwendete 
LabTek im Gegensatz zu den anderen Experimenten aus nur einer Kammer. Das 
markierte Phalloidin wurde mithilfe einer Mikroinjektionsanlage des Typs FemtoJet 
(Eppendorf), die an dem Mikroskopstativ montiert war,  in die lebenden Zellen 
eingebracht. Die dafür verwendeten Nanopipetten Femtotips kamen ebenfalls von der 
Firma Eppendorf. Diesen wurden jeweils mit einer 5 µM Lösung von Phalloidin-Atto655 
befüllt. Die Injektion der Lösung in eine Zelle fand unter einem Druck von 200 hPa statt, 
wobei die Injektionszeit bei einer Sekunde lag. Das Fluoreszenzsignal der auf diese 
Weise gefärbten Zellen wurde anschließend mithilfe der CCD-Kamera detektiert.  
 
 
3.2.5 Herstellung von DNA-Origami-Strukturen 
Die für die DNA-Origami-Herstellung verwendeten Staple-Stränge wurden von den Firmen 
IBA und MWG bezogen, während als Rückgrat-Strang das Genom des Bakteriophagen 
M13mp18 verwendet wurde.  Bei der Hybridisierung lag die Konzentration des Rückgrat-
Stranges bei 3 nM. Die Konzentration der Staple-Stränge wurde so gewählt, dass die 
unmodifizierten Staple-Stränge einen Überschuss von 30 : 1 gegenüber dem Rückgrat-
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Strang und die modifizierten Staple-Stränge einen von 100 : 1 aufwiesen. Dies war 
notwendig, um die Wahrscheinlichkeit einer korrekten Hybridisierung zu erhöhen. Die 
Hybridisierung wurde in einem Thermocycler (Eppendorf) durchgeführt. Dabei wurde der 
Hybridisierungsprozess mit der Aufheizung der Probe auf 95 °C begonnen, um ein 
Vorliegen aller DNA-Stücke als Einzelstränge sicherzustellen. Diese Temperatur wurde 
für 30 Sekunden beibehalten. Anschließend wurde die Temperatur langsam 
heruntergefahren solange bis der Endwert von 5 °C erreicht wurde. Die 
Abkühlgeschwindigkeit hing dabei von dem verwendeten DNA-Origami ab. So betrug die 
Gesamtdauer bei zweidimensionalen DNA-Origami-Strukturen in der Regel 90 Minuten 
und für dreidimensionale Strukturen bis zu drei Tage.  Die Aufreinigung, d.h. die Trennung 
der gefalteten DNA-Origami-Strukturen von den übrig gebliebenen Staple-Strängen wurde 
durch zwei verschiedene Arten erreicht. Die eine Möglichkeit war die Filterung durch 
Amicon-Filter ((100kMWCO). Die andere Möglichkeit war die Auftrennung über eine 
Gelelektrophorese. Zur Herstellung des Gels wurde eine Lösung aus 1,5 % Agarose in 
0,5-fachem TAE-Puffer verwendet. Diese wurde zunächst zum Kochen gebracht und 
anschließend auf etwa 50 °C abgekühlt. Dieser Lösung wurde dann MgCl2 in einer 
Endkonzentration von 11 mM zugesetzt. Die Lösung wurde schließlich in eine Gelschale 
(BioRad) gegeben und erkalten lassen. Dabei sorgte ein Gelkamm für das Entstehen von 
rechteckigen Aussparungen, den sogenannten Gelkammern. Deren Volumen betrug 20 
bis 50 µl. Diese wurden mit 25 µl der DNA-Origami-Lösung und 5 µl Ladepuffer befüllt. 
Die Zusammensetzung des Ladepuffers beinhaltete 30 % Glycerin und 0,025 % 
Bromphenolblau in Wasser. An das Gel wurde eine Spannung von 70 V angelegt, wobei 
die befüllten Gelkammern am Minuspol lagen. Üblicherweise bewirkte die angelegte 
Spannung einen Stromfluss von ungefähr 100 mA, welcher zu einer Wärmeentwicklung 
im Gel führte. Da DNA-Origami-Strukturen nicht  temperaturstabil sind, musste die 
Gelkammer mit Eis gekühlt werden. Nach einer Laufzeit von üblicherweise 1 bis 2 
Stunden konnten schließlich die freien Staple-Stränge und die DNA-Origami-Strukturen in 
unterschiedliche Banden aufgetrennt werden. Die verschiedenen Banden wurden durch 
Ethidiumbromid sichtbar gemacht. Dafür wurde das Gel für 45 Minuten in eine 
Ethidiumbromid-Lösung (0,5 µg / ml) gegeben und anschließend auf einem UV-Tisch die 
einzelnen Banden sichtbar gemacht. Die Bande, welche die DNA-Origami-Strukturen 
enthielt, wurde dann mithilfe eines Skalpells ausgeschnitten. Extrahiert wurden die DNA-
Origami-Strukturen schließlich, indem  die ausgeschnittene Bande in ein spezielles 
Zentrifugen-Röhrchen (Freeze `N Squeeze, BioRad) gegeben wurde. Dieses wurde dann 
für 5 Minuten bei -20 °C gefroren und anschließend für 3 Minuten bei 13000 g 
zentrifugiert. 
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3.3 Bildgenerierung in der Lokalisierungsmikroskopie 
Die Berechnung superauflösender Bilder aus den Rohdaten wurde mithilfe einer in 
LabVIEW geschriebenen Software durchgeführt. Die Auswertung bestand dabei in 
mehreren automatisierten Schritten: Zunächst müssen Spots in den Rohvideos detektiert 
werden. Dafür wird der Film bildweise Pixel für Pixel durchgegangen. Jedes Pixel wird 
genau dann markiert, wenn der mittlere Signalwert des Pixels und seiner direkten 
Umgebung mindestens um einen Faktor c, der sogenannte Kontrastwert größer ist als das 
mittlere Signal der weiteren Umgebung (Abbildung 3.6).  
 
Abbildung 3.6: Schema der Spot-Detektion: Ist der Signalmittelwert der direkten Umgebung 
(blauer Bereich) mindestens um den vorgegebenen Kontrastwert höher als der Mittelwert der 
weiteren Umgebung (grauer Bereich), so wird das betreffende Pixel (dunkelblau) markiert.[48] 
 
Dabei ist der Kontrastwert variabel, wurde aber in den meisten Fällen auf den 
Standardwert c = 1,4 eingestellt. Für jede zusammenhängende Menge von markierten 
Pixeln wird deren Schwerpunkt bestimmt und dann um jeden dieser Schwerpunkte ein 8 
mal 8 Pixel großer Bereich ausgeschnitten. In jedem dieser Bereiche wird dann eine 
zweidimensionale Gauß-Funktion an die Signalwerte angepasst. Aus den daraus 
gewonnen Zentrumskoordinaten wird schließlich ein zweidimensionales Farbhistogramm, 
das sogenannte Lokalisierungshistogramm erstellt. Dieses ist identisch mit dem 
generierten superaufgelösten Bild. Desweiteren wurde die Möglichkeit implementiert, 
Intensitätsspuren zu extrahieren, wodurch Blinkkinetiken vermessen werden konnten.[48] 
Die Programmiersprache LabVIEW wurde ebenso verwendet, um die in dieser Arbeit 
vorgestellten Simulationen zu implementieren. 
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4. Ergebnisse und Diskussion 
In diesem Kapitel werden nun die erzielten Ergebnisse dargestellt und diskutiert. Dabei 
werden zunächst einige theoretische Überlegungen vorgestellt. Anschließend wird auf die 
Experimente an Zellstrukturen und DNA-Origamis eingegangen. 
 
 
4.1 Theoretische Betrachtungen in der Superauflösungsmikroskopie 
Im folgenden Abschnitt werden verschiedene theoretische Betrachtungen zur 
Superauflösung angestellt. Diese beziehen sich sowohl auf lokalisierungsbasierte 
Superauflösung, als auch auf STED-Mikroskopie 
 
 
4.1.1 Kombination der STED-Mikroskopie mit ROXS 
Ein kritischer Wert in der STED-Mikroskopie ist die Stabilität des verwendeten Farbstoffs. 
Dieser limitiert das Auflösungsvermögen der Methode. Durch die Anwendung von ROXS 
lässt sich somit die Auflösung der Technik erheblich steigern. Dies wurde in Kooperation 
mit der Universität Bielefeld von der Arbeitsgruppe Sauer systematisch untersucht, indem 
STED auf eine Einzelmoleküloberfläche angewandt und die Auflösung dadurch bestimmt 
wurde, dass die Breite der effektiven PSF vermessen wurde.[52] Dabei zeigte sich für 
hohe STED-Intensitäten, eine signifikante Abweichung der gemessenen Auflösung von 








Abbildung 4.1: Gemessene (schwarz) und theoretische (blau) PSF-Breite gegen die normierte 
STED-Intensität (Sättigungsfaktor).[52] 
 
Dies galt es nun zu erklären. Die vermutete Ursache für diesen Effekt war die Tatsache, 
dass die Farbstoffmoleküle nicht exakt fixiert waren sondern über eine rotierbare DNA-
Verbindung an die Oberfläche gebunden waren. Diese Beweglichkeit sollte zu einer 
effektiven Verbreiterung der PSF führen. Weiterhin wurde der DNA-Strang als starr 
angenommen (da dessen Länge deutlich kürzer als die Persistenzlänge von 
doppelsträngiger DNA von etwa 50 nm war)[53], d.h. dass dieser sich zwar um den 
Anbindungspunkt drehen, sich aber nicht biegen kann. Das Farbstoffmolekül sollte sich 
somit frei auf einer Halbkugel um den Anbindungspunkt bewegen können. Ferner wurde 
angenommen, dass sich der DNA-Strang mit dem Farbstoffmolekül der Oberfläche aus 
sterischen Gründen nur bis zu einem gewissen Grenzwinkel nähern konnte. Der 
Bewegungsraum wurde somit von einer Halbkugel auf eine Kugelkalotte reduziert. 
Schematisch ist dieses Modell in Abbildung 4.2 veranschaulicht. 
 




Abbildung 4.2: Schema der Anbindung und Rotierbarkeit eines fluoreszierenden 
Einzelmoleküls[52] 
 
Schließlich wurde noch angenommen, dass diese Bewegung deutlich schneller abläuft als 
die Aufnahmezeit der Kamera und zudem vollkommen zufällig ist. Damit kann 
vorausgesetzt werden, dass das Farbstoffmolekül während eines Aufnahmezyklus jede 
beliebige Position auf der Kugelkalotte annimmt. Die Aufenthaltsdichtefunktion kann nun 
wie folgt berechnet werden: Die Dichtefunktion ν des Winkels Θ ist proportional zur Länge 
der entsprechenden Kreislinie und damit auch proportional zum Radius r. 
 D:# ∝ = (4.1) 
Da Θ eine Funktion von r ist, ist der Aufenthalt in einem bestimmten Winkelintervall dΘ 
äquivalent mit dem Aufenthalt in dem korrespondierenden Radiusintervall dr. Somit sind 
auch die entsprechenden Aufenthaltswahrscheinlichkeiten identisch. Es gilt also: 
 D:#:  D=#= (4.2) 
Somit lässt sich durch Umstellen ein Ausdruck für die Dichtefunktion des Radius erhalten: 
 D=#  D:# := (4.3) 
Der Zusammenhang zwischen Θ und r ist gegeben durch 
 
F:#  =G (4.4) 
Dabei steht R für die feste Länge des DNA-Stranges. Damit lässt sich nun ν(r) berechnen: 
 
D=# ∝ = = <=F (=G-  =1 − (=G-& (4.5) 
Wird zusätzlich berücksichtigt, dass Θ nur Werte bis zu einem bestimmten Grenzwinkel 
Θmax annehmen kann und somit auch r durch einen Maximalradius rmax begrenzt ist, ergibt 
sich 




D=#  I =1 − (=G-& = ≤ =6)0 = > =6) M (4.6) 
Dabei ist α ein Proportionalitätsfaktor, dessen Wert von R und rmax abhängt. Durch 
Faltung der PSF mi eben dieser Verteilungsfunktion ergibt sich nun die korrigierte PSF. 
 
NOPQR#  NOP=#⊗ D=#  ℱ (ℱUNOP=#V ∙ ℱUD=#V- (4.7) 
Dabei wurde die PSF vereinfacht als Gauß-Funktion betrachtet. Die Breite der korrigierten 
PSF konnte schließlich mithilfe eines Gauß-Fits ermittelt werden. Der Zusammenhang 
zwischen der relativen PSF-Verbreiterung und der Breite der unkorrigierten PSF bzw. des 
maximalen Winkels ist in Abbildung 4.3 bzw. Abbildung 4.4 dargestellt. 
 
Abbildung 4.3: Abhängigkeit der PSF-Verbreiterung von dem Verhältnis aus Linker-Länge und 
ursprünglicher PSF-Breite für einen maximalen Winkel von 90° 
 




Abbildung 4.4: Abhängigkeit der PSF-Verbreiterung vom maximalen Winkel 
 
Auf die gemessenen Werte[52] angewendet ergab sich folgendes: 













für Θmax = 53° 
25,5 nm  35,0  nm  35,2 nm  35,3 nm  
30,3 nm  38,0 nm  38,2 nm  38,3 nm  
 
Die Daten waren somit konsistent mit der Theorie, wenn ein Grenzwinkel angenommen 
wurde, dessen Wert zwischen 52° und 53° liegt. 
 
 
4.1.2 Optimierung der Integrationszeit in der Blink-Mikroskopie 
Ein im Prinzip frei einstellbarer Parameter in lokalisierungsbasierter Mikroskopie ist die 
Integrationszeit der verwendeten Kamera. Gemäß der üblichen Faustregel wird diese 
normalerweise so eingestellt, dass sie in etwa dem Erwartungswert der Anzeit der 
verwendeten blinkenden Emitter entspricht. Im Folgenden wird dieses Verfahren im 
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Bezug auf die Optimierung der Lokalisierungsgenauigkeit überprüft. Die 
Lokalisierungsgenauigkeit ist allgemein gegeben durch 
 W∆ #&Y  & + <&12 + 8[\]&<&&  (4.8) 
Dabei bezeichnet s die Standardabweichung der PSF, a die Kantenlänge eines 
Kamerapixels, N die Anzahl der der Lokalisierung zugrunde liegenden Photonen und b 
das Hintergrundrauschen.[40] Dabei hängt sowohl N als auch b von der Länge der 
Integrationszeit, die im Folgenden mit t bezeichnet wird, ab. Zunächst soll die 
Abhängigkeit der Photonenzahl N untersucht werden. Für eine gegeben Integrationszeit t 
und Anzeit τon kann die mittlere Zahl detektierter Photonen berechnet werden. Dafür sind 
zunächst zwei Fälle zu unterscheiden. Für den Fall, dass die Integrationszeit kleiner als 
die Anzeit ist, ergibt sich: 
 WY^_`a  b ∙ 12 cb + d8A − b# ∙ cb + b ∙ 12 cbd8A + b  c d8A ∙ bd8A + b (4.9) 
Dabei ist γ die Photonenemissionsrate. Der Fall, dass die Integrationszeit größer als die 
Anzeit ist, liefert: 
 WYe_`a  d8A ∙ 12 cd8A + b − d8A# ∙ cd8A + d8A ∙ 12 cd8Ab + d8A  c d8A ∙ bd8A + b (4.10) 
In beiden Fällen wird dasselbe Ergebnis erhalten. Dadurch lassen sich diese 
zusammenfassen zu: 
 
WY_`a  c d8A ∙ bd8A + b (4.11) 
Die Länge der Anzeiten ist exponentiell verteilt, d.h. sie genügen der Verteilungsfunktion 
 Dd8A#  1Wd8AY $% _`aW_`aY (4.12) 
Damit kann die mittlere Anzahl an detektierten Photonen durch Integration über alle 
möglichen Werte für die Anzeit bestimmt werden: 




 cbWd8AYg d8Ad8A + b $% _`aW_`aYd8Ahi  (4.13) 
Durch eine Substitution mit x = τon + t kann das Integral in zwei Summanden aufgeteilt 
werden. 




WfR6Y  cbWd8AYg  − b $% )%W_`aY h  cbWd8AY jg $% )%W_`aY 
h
 −g b $% )%W_`aY 
h
 k (4.14) 
Das erste Integral kann einfach gelöst werden, sodass sich ergibt 
 
WfR6Y  cbWd8AY jWd8AY − $% W_`aYb g 1 $% )W_`aY h k (4.15) 
Um nun das verbliebene Integral zu vereinfachen wird nun eine Substitution mit  l   Wd8AY⁄  durchgeführt 
WfR6Y  cbWd8AY jWd8AY − $% W_`aYb g 1lWd8AY $%nWd8AYlh W_`aY⁄ k 
 
 cb j1 − $ W_`aY bWd8AY g 1l $%nlh W_`aY⁄ k (4.16) 
Dieses Integral wird durch die Exponential-Integral-Funktion E1(ξ) gelöst. 
 
WfR6Y  8AoU1 − o$po#V (4.17) 
Dabei sind 8A  cWd8AY und o  b Wd8AY⁄  
Wird der Quotient aus Nframe und Non gegen ε aufgetragen ergibt sich der in Abbildung 4.5 
dargestellte Graph. 
 
Abbildung 4.5: Abhängigkeit der Photonenzahl von dem Verhältnis aus Integrationszeit und 
mittlerer Anzeit[54] 
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Die zweite wichtige Größe, die die Auflösung bestimmt, ist das Hintergrundrauschen. Das 
Hintergrundsignal hängt linear von der Integrationszeit ab und ist gegeben durch 
 q  r ∙ b (4.18) 
Dabei ist β die Photonenemissionsrate des Hintergrundes. Die Höhe des Rauschens 
ergibt sich daraus somit zu 
 ]  √q  srb (4.19) 
Da β genau wie γ proportional zur Anregungsleistung ist, kann β mithilfe eines 
Proportionalitätsfaktors c auch geschrieben werden als 
 r   ∙ c (4.20) 
Damit ergibt sich das Hintergrundrauschen als Funktion von ε 
 ]  srb  scb  t 8AWd8AY b  s8Ao (4.21) 
Damit kann die Lokalisierungsgenauigkeit als Funktion von ε geschrieben werden: 
W∆ #&Y  & + <&12 + 8[\]&<&&  
  & + <&128AoU1 − o$po#V + 8[\<&8AoU1 − o$po#V& (4.22) 
Diese Funktion weist ein Minimum auf, dessen Position von c abhängt, jedoch immer 
größer 1 ist (Abbildung 4.6). 
 
Abbildung 4.6: Abhängigkeit der Lokalisierungsgenauigkeit von dem Verhältnis aus 
Integrationszeit und mittlerer Anzeit[54] 
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Anschließend wurde versucht, diesen Zusammenhang experimentell zu bestätigen. Dafür 
wurde die Lokalisierungsgenauigkeit auf einer Einzelmoleküloberfläche vermessen, wobei 
als Farbstoff Atto655 verwendet wurde. Die Pufferumgebung enthielt 10 µM 
Ascorbinsäure und 100 µM Methylviologen. Desweiteren wurden der Sauerstoff entzogen. 
Die mittlere Anzeit betrug unter diesen Bedingungen stets 20 ms, während die 
Integrationszeit zwischen 5 ms und 100 ms variiert wurde. Die Messergebnisse sind in 
Abbildung 4.7 zusammengetragen. 
 
Abbildung 4.7: Abhängigkeit der gemessene Lokalisierungsgenauigkeit von der eingestellten 
Integrationszeit 
 
Die Messungen zeigen qualitativ dieselbe Abhängigkeit der Lokalisierungsgenauigkeit von 
der Integrationszeit wie die Theorie. In beiden Fällen gibt es ein Optimum, das erreicht 
wird, wenn die Integrationszeit nicht der mittleren Anzeit entspricht, sondern signifikant 
(etwa um den Faktor 2) größer ist. Für die praktische Anwendung zur Optimierung von 
lokalisierungsbasierter Superauflösungs-Mikroskopie muss allerdings in Betracht gezogen 
werden, dass mit diesem Verfahren zwar die Lokalisierungsgenauigkeit optimiert, die 
effektive Blinkkinetik unter Umständen jedoch verschlechtert wird. Das liegt daran, dass 
bei zu langer Integrationszeit zwei Farbstoffmoleküle, die zwar theoretisch zeitlich 
separiert leuchten, effektiv dennoch gleichzeitig emittieren können, falls beide Anzeiten in 
denselben Frame fallen. Aus diesem Grund muss bei der Erhöhung der Integrationszeit 
zur Lokalisierungsverbesserung immer beachtet werden, dass das Auszeit-Anzeit-
Verhältnis bzw. Auszeit-Integrationszeit-Verhältnis einen ausreichend hohen Wert hat.[54] 
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4.2 Superauflösung an Filamenten des Zytoskeletts 
Im Folgenden werden nun einige Experimente und deren Ergebnisse vorgestellt. 
Zunächst wird die Fähigkeit der Blink-Mikroskopie, superaufgelöste Bilder zu generieren, 
demonstriert. Das für diesen Zweck am häufigsten verwendete Verfahren stellt die 
Vermessung von zellulären Skelettstrukturen dar. Dabei werden Elemente des 
Zytoskeletts, wie zum Beispiel Aktinfilamente oder Mikrotubuli mit fluoreszierenden 




4.2.1 Aktinfilamente In vitro 
Der einfachste Fall, dies zu tun besteht darin, die zellulären Filamente außerhalb der Zelle 
zu betrachten. Das hat den Vorteil, dass die Präparation deutlich weniger aufwändig ist. 
Außerdem ist der Hintergrund deutlich vermindert, was zu einem besseren Signal-
Rausch-Verhältnis führt. Realisiert wurde das durch in-vitro-Polymerisierung und 
anschließender Immobilisierung auf einer Glasoberfläche, die zuvor mit Myosin belegt 
wurde. Durch die Überlagerung der einzelnen Aktinfilamente bildete sich eine netzartige 
Struktur aus. In dieser unregelmäßigen netzartigen Struktur findet sich ein breites 
Spektrum an Abständen und somit sind auch immer solche Abstände vertreten, die 
geeignet sind, das Auflösungsvermögen der zu untersuchenden Super-
Auflösungsmethode zu überprüfen, d.h. dass sie in der Größenordnung des zu 
erwartenden Auflösungsvermögens liegen. Um sicherzustellen, dass solche gewünschten 
Abstände auch in den aufgenommenen Bildern auftraten, wurde eine Messreihe mit 
insgesamt 30 Aufnahmen durchgeführt. Dafür wurde die Oberfläche mit den darauf 
immobilisierten Aktinfilamenten (markiert mit ATTO655) zunächst auf Blink-Mikroskopie-
Bedingungen gebracht, d.h. es wurde der Sauerstoff entzogen und die Redoxmittel 
Ascorbinsäure und Methylviologen in einer Konzentration von jeweils 100 µM zugesetzt. 
Die Intensität der Laseranregung (644 nm) betrug < 1 kW / cm2 für die Suche nach 
geeigneten Regionen auf der Oberfläche und die Fokussierung. Für die tatsächliche 
Messung wurde die Intensität jedoch auf 50 kW / cm2 erhöht. Ein Kamerapixel entsprach 
dabei einem quadratischen Probenbereich mit einer Kantenlänge von 78 nm. Für jedes 
Bild wurden 8000 Frames aufgenommen, wobei die Integrationszeit jeweils auf 2 ms 
eingestellt wurde. Somit betrug die Gesamtaufnahmezeit je Bild 16 Sekunden. Wie 
erwartet, wiesen die aus den Lokalisierungen rekonstruierten Bilder eine deutlich höhere 
Auflösung auf als die Rohbilder. Eine Beispielaufnahme ist in Abbildung 4.8 gezeigt. Um 
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das Auflösungsvermögen genauer zu quantifizieren, wurde folgendes gemacht: Die 
super-aufgelösten Bilder wurden nach Bereichen durchsucht, in denen sich Filamente in 
paralleler Anordnung befanden, wobei die Filamente optisch trennbar sein mussten. 




Abbildung 4.8: Aktinfilamente in vitro: Konventionelle Weitfeld-Abbildung (links), superauflösende 
Blink-Mikroskopie-Abbildung (Mitte) und Zeilenhistogramm über drei parallele Filamente 
(rechts)[25] 
 
Alle Lokalisierungen innerhalb des Rechteckes, wurden auf die Rechteckseite, die 
senkrecht auf den Filamenten steht projiziert und diese Verteilung anschließend 
histogrammiert. Jedes Filament erzeugte somit ein lokales Maximum in einem solchen 
Histogramm. Diese Maxima wurden jeweils mit Gauß-Funktionen angenähert, wodurch 
deren Positionen und speziell deren Abstände von einander bestimmt werden konnten. 
Der kürzeste auf diese Weise gefundene Abstand betrug 88 nm. Somit konnte damit 
gezeigt werden, dass die Methode der Blink-Mikroskopie unter diesen Bedingungen in der 
Lage ist, eine Auflösung von rund 90 nm zu erzielen. Um die allgemeinere Anwendbarkeit 
des Farbstoffs ATTO655 zu demonstrieren, wurde derselbe Versuch auch ohne 
Sauerstoffentzug unternommen. 
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Abbildung 4.9: Aktinfilamente in vitro unter Sauerstoff: Konventionelle Weitfeld
und superauflösende Blink-Mikroskopie
 
Die dabei erzeugten Bilder wiesen wie zu erwarten war eine deutlich ger
auf, was hauptsächlich an der sauerstoffbedingten geringeren Photostabilität lag 
(Abbildung 4.9). Diese führte zu einer geringeren Zahl an Lokalisierungen und somit zu 
einem höheren Bildrauschen. Dennoch konnte gezeigt werden, dass die 
Auflösung höher als beugungslimitiert ist.
 
 
4.2.2 Aktinfilamente in fixierten Zellen
Immobilisierte Aktinfilamente stellen ein stark vereinfachtes Modellsystem für die 
Anwendung der Super-Auflösungs
Aussagekraft hat. Deshalb wurde ein Modell gewählt, welches eine Ebene komplexer ist. 
Die in vitro immobilisierten Filamente wurden nun durch natürlich vorkommende 
Aktinfilamente ersetzt. Dafür wurde das Zytoskelett von eukaryontischen 
3T3 verwendet. Diese Zellen wiesen den Vorteil einer verhältnismäßig einfachen 
Kultivierung und einer adhärenten Wachstumsweise auf.
führte zu einer relativ flachen Zellform, wodurch der Großteil des Zytoskeletts unmittelbar 
auf der Oberfläche lokalisiert ist. Auf diese Weise wird die Illumination in TIRF
Konfiguration ermöglicht, wodurch ein ausreichend hohe
erreicht wird. Vor den Messungen mussten die Zellen zunächst fixiert und permeabilisiert 
werden. Anschließend konnten die Aktinfilamente analog zu den in vitro immobilisierten 










-Mikroskopie dar, da es eine geringe biologische 
Zellen des Typs 
[46] Das adhärente Wachstum 
s Signal-Rausch





4. Ergebnisse und Diskussion 
57 
 
Blinken der Farbstoffmoleküle eingestellt werden. Dafür wurde ebenfalls enzymatisch der 
Sauerstoff entfernt. Die Konzentration der Redox-Zusätze wurde wie folgt variiert. Die 
Konzentration der Ascorbinsäure betrug hier 500 µM und die des Methylviologen betrug 
25 µM. Diese Anpassungen waren erforderlich, da die Farbstoffdichte im Vergleich mit der 
Probe in vitro deutlich erhöht war. Die höhere Ascorbinsäure-Konzentration führte zu 
kürzeren Anzeiten, während die niedrigere Methylviologen-Konzentration längere 
Auszeiten bewirkte. Auf diese Weise wurde sichergestellt, dass trotz der hohen 
Farbstoffdichte nicht zu oft Doppellokalisierungen auftraten. 
 
 
Abbildung 4.10: Aktinfilamente in einer fixierten 3T3-Zelle: Konventionelle Weitfeld-Abbildung 
(links), superauflösende Blink-Mikroskopie-Abbildung (Mitte) und Zeilenhistogramm über drei 
parallele Filamente (rechts)[25] 
 
Analog zum Vorgehen bei der In-vitro-Probe wurden die Bilder nach Bereichen parallel 
liegender Filamente durchsucht und deren Abstände bestimmt. Ein Beispielbild ist in 
Abbildung 4.10 gezeigt. Der kürzeste aufzulösende Abstand betrug hierbei 155 nm. Die 
erzielbare Auflösung ist somit signifikant schlechter als bei der in-vitro-Probe. Dies hat 
verschiedene Ursachen. Zum einen weist die Hintergrundfluoreszenz einen deutlich 
höheren Wert auf, was darauf zurückzuführen ist, dass es in diesen Zellen eine Vielzahl 
an fluoreszierenden Molekülen vorhanden ist. Dies wird auch als zelluläre 
Autofluoreszenz bezeichnet, die zwar deutlich dunkler als die der zugegebenen 
Fluorophore ist, dennoch aber den Hintergrund deutlich erhöht. Desweiteren mussten wie 
oben erwähnt aufgrund der höheren Emitterdichte die Pufferbedingungen angepasst 
werden. Die dafür erforderliche höhere Ascorbinsäurekonzentration führt jedoch durch 
direkte Singulettlöschung dazu, dass die Anzahl der pro Anzeit emittierten Photonen 
zurückgeht, und die Fluorophore somit dunkler werden. Diese beiden Effekte erniedrigen 
das Signal-Rausch-Verhältnis deutlich und führen somit zu einer deutlich reduzierten 
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Lokalisierungsgenauigkeit. Zudem sind auch der Einstellung der Blink-Bedingungen 
Grenzen gesetzt, sodass es trotz der Anpassung häufiger zu unerwünschten 
Doppellokalisierungen kommen kann. Dennoch ist auch in diesem Fall die Auflösung 
gegenüber der beugungsbegrenzten Aufnahme sichtbar erhöht.[25] 
 
 
4.2.3 Aktinfilamente in lebenden Zellen 
Das nächst-komplexere biologische System stellt die lebende Zelle dar. Die Technik der 
Blink-Mikroskopie sollte nun auch auf dieses System angewandt werden. Die dafür 
verwendeten Zellen wurden derselben Zelllinie entnommen, die bereits für die im vorigen 
Abschnitt beschriebenen Experimente verwendet wurde. Da lebende Zellen über eine 
intakte Zellmembran verfügen, stellte sich zunächst das Problem, die Farbstoffmoleküle 
an die gewünschte Zielstruktur, also die Aktinfilamente, zu bringen. Das Problem wurde 
durch die Verwendung einer Mikroinjektionsanlage gelöst, mit deren Hilfe Moleküle durch 
die Membran in die Zelle injiziert werden konnten. Desweiteren gab es keine Möglichkeit, 
die Pufferbedingungen anzupassen. Stattdessen musste alleine die natürliche zellinnere 
Umgebung für die Erzeugung von An- und Auszuständen sorgen. Diese ist durch das 
Vorhandensein von Gluthation zwar leicht reduzierend, enthält allerdings gelösten 
Sauerstoff. Als Farbstoff wurde daher ebenfalls ATTO655 gewählt, da für diesen bereits 
gezeigt werden konnte, dass dieser auch unter der Anwesenheit von Sauerstoff 
Blinkverhalten aufweist.[25] Tatsächlich zeigte der Farbstoff auch in der lebenden Zelle 
Auszustände. Eine solche Zelle mit blinkenden Farbstoffmolekülen und der 
dazugehörigen Intensitätsspur ist in Abbildung 4.11 dargestellt. 
 
 




Abbildung 4.11: Blinkende ATTO655-Moleküle in einer lebenden Zelle: Gesamtaufnahme der 
Zelle (a), Teilausschnitt zu verschiedenen Zeitpunkten (b) und hintergrundkorrigierte 
Intensitätsspur eines blinkenden Moleküls (c).[55] 
 
Das Signal-Rausch-Verhältnis war allerdings noch um einiges niedriger als im Fall der 
fixierten Zellen, was hauptsächlich an der erhöhten Hintergrund-Fluoreszenz lag. Ein 
Grund dafür war die fehlende Möglichkeit, nach dem Anfärben der Zielstruktur die übrig 
gebliebenen Farbstoffmoleküle zu entfernen. In fixierten Zellen war dies durch 
anschließendes Spülen mit Puffer einfach möglich gewesen. Das war in lebenden Zellen 
nicht der Fall. Die überschüssigen Farbstoffmoleküle verblieben im Zytoplasma oder 








Abbildung 4.12: Konventionelles Weitfeldbild der Aktinfilamente einer lebenden 3T3-Zelle (links) 
und Lokalisierungshistogramm derselben Struktur (rechts). Die Anfärbung der Aktinfilamente 
geschah durch Mikroinjektion. Der Maßstab beträgt 1,0 µm. 
 
Desweitern konnte das von den Farbstoffmolekülen gezeigte Blinken nicht justiert und auf 
die hohe Farbstoffdichte angepasst werden. Dieses spiegelte sich auch in den erhaltenen 
superaufgelösten Bildern wider (Abbildung 4.12), die zwar in den Randbereichen der 
Zellen, also in Regionen geringerer Farbstoffdichte,  zufriedenstellende Ergebnisse 
lieferten, im Zellinneren jedoch aufgrund der hohen lokalen Farbstoffdichte keine 
aufgelösten Strukturen mehr zeigten. 
 
 
4.2.4 Anfärbung durch Verwendung von Nanokörpern 
Als Alternative zu der Markierung über Phalloidin wurden auch sogenannte Nanokörper 
(Chromotek) ausprobiert. Dafür wurden statt der üblichen 3T3-Zellen genetisch 
modifizierte HELA-Zellen verwendet. Diese wurden von der Arbeitsgruppe Leonhard der 
LMU München bezogen.[56, 57] Die Modifikation bestand darin, dass deren Tubulin mit 
dem Protein YFP (yellow fluorescent protein, gelb fluoreszierendes Protein) konjugiert 
war. Das YFP wurde dabei allerdings nicht als Fluorophor genutzt, sondern diente 
lediglich als Substrat für die Nanokörper. Die Nanokörper wiederum waren mit Atto655 
markiert. Dies wurde zunächst an fixierten Zellen getestet. Abbildung 4.13 zeigt eine 
Beispielaufnahme. 
 




Abbildung 4.13: Konventionelles (links) und superaufgelöstes (rechts) Bild der mit Nanokörpern 
angefärbten Mikrotubuli einer fixierten HELA-Zelle. Der Bildausschnitt entspricht einer Fläche von 
12,8 µm mal 12,8 µm. 
 
Anschließend wurde versucht, die Messungen auch in lebenden Zellen durchzuführen. 
Die Injektion in die Zelle fand auf dieselbe Weise statt wie die der Phalloidin-Konjugate. 
Im Gegensatz zu konventionellen Antikörpern sollten sich die Nanokörper aufgrund der 
deutlich geringeren Molekülgröße einfach in eine Zelle injizieren lassen. Außerdem sind 
sie besser mit zellinnerem Milieu kompatibel. 
 
  
Abbildung 4.14: Weitfeldbild (links) der mit Nanokörpern angefärbten Mikrotubuli einer lebenden 
HELA-Zelle und Lokalisierungshistogramm (rechts) derselben Struktur. Der Bildausschnitt 
entspricht einer Fläche von 12,8 µm mal 12,8 µm. 
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Die Versuche mit Nanokörpern in lebenden Zellen zeigten jedoch, dass es zwar gelang, 
durch Injektion die Nanokörper in das Zellinnere zu befördern, die Anbindung dort 
allerdings vorwiegend unspezifisch stattfand. Im Lokalisierungshistogramm war die 
anzufärbende Struktur in der Regel nicht mehr zu erkennen. Dies verdeutlicht Abbildung 
4.14 an einer Beispielaufnahme (rechts). 
 
 
4.3 Erzeugung regulärer Gitterstrukturen aus Fluorophoren 
Um die Abhängigkeit des Auflösungsvermögens einer Mikroskopietechnik von 
verschiedenen Parametern, wie z.B. An- und Auszeiten systematisch zu untersuchen, ist 
es ideal, die Fluorophore in einem regulären Gitter anzuordnen. Ein solches Gitter wurde 
sowohl virtuell, d.h. mithilfe von Simulation, als auch experimentell durch Verwendung 




Bevor die Gitter experimentell realisiert wurden, wurden zunächst Monte-Carlo-
Simulationen durchgeführt. Diese bestanden in der Simulation des Signals beliebig 
platzierbarer punktförmiger Emitter, wobei Blinkkinetik und Signal-Rausch-Verhältnis 
beliebig einstellbar waren. Für die Simulation der Blinkkinetik wurde vereinfacht 
angenommen, dass ein Fluorophor genau drei Zustände annehmen kann, nämlich einen 
Anzustand, einen reversiblen Auszustand und einen irreversiblen Auszustand. Auf diese 
Weise kann sowohl Blinken als auch Bleichen dargestellt werden. Übergänge zwischen 
den Zuständen fanden in einem frei wählbaren Zeitraster statt, wobei dieses, um eine 
realistische Simulation zu gewährleisten, deutlich feiner als die Integrationszeit eingestellt 
werden sollte. Standardeinstellung war ein Zehntel der Integrationszeit. Der Startzustand 
war immer ein Anzustand, was auch der Realität entspricht, sofern Laseranregung und 
Aufnahme synchronisiert erfolgen. Die Übergangswahrscheinlichkeiten werden in 
Abhängigkeit des Zeitrasters und der vorgegebenen An- und Auszeiten errechnet. 
Weitere Eingabeparameter waren die Anzahl der Photonen während einer mittleren 
Anzeit, sowie die Intensität des Hintergrundrauschens. Aus der Anzahl der Photonen pro 
Anzeit wird die Anzahl der Photonen pro Zeitrastereinheit berechnet. Die Photonen 
werden separat betrachtet und zufällig auf die Pixel verteilt. Die zu Grunde liegende 
Verteilungsfunktion entspricht dabei genau der PSF. Das Hintergrundrauschen wird 
schließlich Pixelweise generiert und zum Signal addiert. Da Pixelwerte nicht negativ sein 
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sollten, erfolgt zusätzlich eine Addition mit einem konstanten Wert B. Die Simulationen 
wurden nun mit jeweils einer Filmlänge von 8000 Frames durchgeführt. Die mittlere Anzeit 
wurde auf 2,5 Frames eingestellt und die mittlere Photonenzahl pro Anzustand auf 800. 
Die mittlere Auszeit wurde entweder auf 25 ms, auf 250 ms oder auf 500 ms eingestellt. 
Als Anordnungsmuster wurden parallele Linien verwendet deren Abstand zwischen 50 nm 
und 300 nm variiert wurde. Bei der Anordnung der Emitter auf den Linien wurde zudem 
eine Platzierungsungenauigkeit berücksichtigt, für die ein Wert von 10 nm angenommen 
wurde, was dem für das verwendete Rasterkraftmikroskop bereits experimentell 
bekannten entsprach. Abbildung 4.15 zeigt eine solche Anordnung. 
 
Abbildung 4.15: Typische Anordnung der simulierten Farbstoffmoleküle 
 
Für jedes Parameterpaar wurden mehrere Simulationen durchgeführt. Für jedes 
Simulationsergebnis wurde entschieden, ob die Linien trennbar (gemäß Rayleigh-
Kriterium) sind oder nicht. Die Quote an Gittern mit trennbaren Linien wurde schließlich 
gegen den Linienabstand aufgetragen, welches in Abbildung 4.16 zu sehen ist. 
 




Abbildung 4.16: Auflösbarkeit simulierter Gitter in Abhängigkeit des Linienabstandes für ein 
Auszeit-Anzeit-Verhältnis von 10 (schwarz), 100 (rot) und 200 (blau) 
 
Die Datenpunkte wurden schließlich mit einer sigmoidalen Funktion angepasst. Die 
Graphen zeigen qualitativ die erwarteten Abhängigkeiten der 
Auflösungswahrscheinlichkeit sowohl von der Gitterkonstante, als auch von dem Quotient 
aus Aus- und Anzeit.[26] 
 
 
4.3.2 Verwendung eines Rasterkraftmikroskops 
Eine analoge Messreihe wurde nun auch im realen Experiment durchgeführt. Mithilfe 
eines Rasterkraftmikroskops mit der sogenannten SMCP-Methode (single molecule cut 
and paste, Ausschneiden und Einfügen von Einzelmolekülen)[58] wurden nun Atto655-
Moleküle in eben solchen Gittern angeordnet. Das Prinzip Methode ist in Abbildung 4.17 
dargestellt. 
 




Abbildung 4.17: Prinzip der SMCP-Methode: Das an einen DNA-Strang gebundene 
Farbstoffmolekül (F) wird mithilfe der Blattfeder des Rasterkraftmikroskops aus dem Depot-Bereich 
genommen und auf den Ziel-Bereich platziert. Wichtig dabei ist ein hierarchisches Kraftsystem, 
sodass die Farbstoff-DNA in aufsteigender Bindungsstärke von der Depot-DNA, der Blattfeder-
DNA und der Ziel-DNA-gebunden wird. Die Anbindung der DNA-Stränge an die Oberflächen wird 
jeweils durch einen PEG-Anker (orange) erreicht.[26] 
 
Die angeordneten Atto655-Farbstoffmoleküle wurden mithilfe von Ascorbinsäure und 
Methylviologen zum Blinken gebracht, wobei die Konzentrationen von dem 
einzustellenden Auszeit-Anzeit-Verhältnis abhingen. Zusätzlich wurde ein kreuzförmiges 
Muster erstellt, welches innerhalb einer Struktur einen kontinuierlichen Übergang 
verschiedener Abstände enthält. Einen Überblick darüber gibt Abbildung 4.18. 
 




Abbildung 4.18: Durch Rasterkraftmikroskopie erzeugte Gitterstrukturen: Kreuzgitter in 
konventioneller (a) und superaufgelöster (b) Aufnahme mit drei verschiedenen Zeilenhistogrammen 
(c), gekennzeichnet durch die weißen Pfeile, drei Liniengitter mit unterschiedlichem Gitterabstand 
(300 nm, 150 nm und 75 nm) in konventioneller (d, f, h) und superaufgelöster (e, g, i) Aufnahme mit 
den jeweiligen Zeilenhistogrammen (j).[26] 
 
Die Auswertung fand auf dieselbe Weise statt, was zu den in Abbildung 4.19 dargestellten 
Graphen führte. 
 




Abbildung 4.19: Auflösbarkeit von durch Rasterkraftmikroskopie erzeugten Gittern in Abhängigkeit 
des Linienabstandes für ein Auszeit-Anzeit-Verhältnis von 10 (schwarz), 100 (rot) und 200 (blau) 
 
Somit lässt sich sowohl aus den Simulationen als auch aus den realen Messungen eine 
Abhängigkeit der Auflösung vom Auszeit-Anzeit-Verhältnis gewinnen. Dafür wird die 
Auflösung, also der trennbare Gitterabstand so definiert, dass ein Gitter mit diesem 
Linienabstand eine Auflösungsquote von 50% aufweist. Qualitativ unterscheidet sich 
dieser Zusammenhang zwischen Auflösung und Auszeit-Anzeit-Verhältnis nicht zwischen 
Simulationen und den durchgeführten Messungen. Ein Vergleich zwischen beiden 
Methoden ist in Abbildung 4.20 gezeigt.  
 




Abbildung 4.20: Auflösbarer Gitterabstand gegen das Auszeit-Anzeit-Verhältnis für Simulationen 
(schwarz) und Messungen (rot). Als trennbarer Gitterabstand wird der Abstand definiert, bei dem 
der Anteil an getrennten Gittern bei 50% liegt. 
 
Quantitativ ist die Abhängigkeit vom Auszeit-Anzeit-Verhältnis im gemessenen Fall jedoch 
etwas geringer als im simulierten Fall. Dies könnte dadurch erklärt werden, dass die 
Lokalisierungsgenauigkeit im Experiment möglicherweise trotz gleich eingestellter 
Photonenzahl etwas geringer ist als in der Simulation. Eine größere Limitierung durch die 
Lokalisierungsgenauigkeit verringert die Abhängigkeit von den Blinkbedingungen und 
somit vom Auszeit-Anzeit-Verhältnis.[26] 
 
 
4.4 Anwendung der PAINT-Mikroskopie auf DNA-Origami-Strukturen 
Neben der Blink-Mikroskopie wurde als weitere Superauflösungsmethode die PAINT-
Mikroskopie angewendet.[12, 13] Gegenüber der Blink-Mikroskopie hat PAINT einige 
Vorteile. Zum einen ist die effektive Blinkkinetik deutlich einfacher einzustellen, da die 
Auszeit lediglich von der Konzentration des farbstoffmarkierten Strangs in der Lösung 
abhängt. Diese ist über viele Größenordnungen hinweg frei einzustellen. Ein weiterer 
Vorteil ist deutlich erhöhte Photostabilität, da für jede Anbindungsstelle immer wieder 
neue Farbstoffmoleküle aus der Lösung nachgeliefert werden. Dieser Umstand sorgt auch 
für ein drastisch erhöhtes Signal, da die Gesamtzahl der Photonen, die ein 
Farbstoffmolekül bis zum Bleichen emittiert, für eine Anbindungszeit genutzt werden kann. 
In der Blink-Mikroskopie dagegen muss diese Photonenzahl für die gesamte Aufnahme 
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ausreichen. Der gravierende Nachteil der PAINT-Mikroskopie ist jedoch das hohe 
Hintergrundsignal, welches durch die methodenbedingt hohe Farbstoffkonzentration in der 
Lösung verursacht wird. PAINT funktioniert daher nur in optimal eingestellter TIRF-
Anregung, was die Anwendbarkeit dieser Methode auf flache Proben beschränkt. Als 





Polyedrische DNA-Strukturen sind deutlich älter als die DNA.Origami-Technik. So wurde 
bereits 1991 ein Würfel[59] und 1994 ein Oktaeder[60] aus DNA hergestellt. Später 
wurden auch Dodekaeder[61] und Tetraeder[62] hergestellt. Die in dieser Arbeit 
verwendete Tetraeder-Struktur wurde von der Arbeitsgruppe Tim Liedl der LMU München 
entworfen und synthetisiert. Dabei wurden die drei bodennahen Kanten des über BSA-
Biotin immobilisierten Tetraeders mit je einer PAINT-Anbindungsstelle versehen. Dieses 
ist schematisch in Abbildung 4.21 verdeutlicht. 
 
 
Abbildung 4.21: Schema der Tetraeder-Struktur. Die drei oberflächennahen Kanten tragen je zwei 
Biotin-Moleküle (schwarz) und eine PAINT-Anbindungsstelle (blau).[63] 
 
Die drei PAINT-Anbindungsstellen bildeten ein gleichseitiges Dreieck mit einer 
Kantenlänge von 60 nm. Die Konzentration der PAINT-Stränge wurde auf 50 nM 
eingestellt. Für die Messungen wurden jeweils 2000 Frames mit einer Integrationszeit von 
50 ms aufgenommen. Die anschließende Datenanalyse erfolgte auf dieselbe Weise wie in 
Fall der Blink-Mikroskopie. 




Abbildung 4.22: Konventionelles Fluoreszenzbild (links) der Tetraeder-Struktur und 
superaufgelöste PAINT-Aufnahmen (Bildausschnitte rechts). Der Maßstab beträgt 4 µm (links) und 
100 nm (rechts)[63] 
 
In den superaufgelösten Bildern ließen sich Spottripletts finden (Abbildung 4.22). Die 
Ausbeute war allerdings extrem gering und lag im unteren Prozentbereich. Jedoch wiesen 
die gefundenen Tripletts die erwartete Form eines näherungsweise gleichseitigen 
Dreiecks auf. Die gemessene Kantenlänge von (68 ± 12) nm entsprach im Rahmen der 




Eine weitere Probe die mit der PAINT-Mikroskopie vermessen wurde waren sogenannte 
Six-Helix-Bundles[64], die in Kooperation von der Arbeitsgruppe Tim Liedl der LMU 
München erhalten wurden. Namensgebend für diese DNA-Origami-Struktur ist die 
Anordnung des scaffold-Stranges, der in sechs parallelen Linien das DNA-Origami 
durchläuft. Im Querschnitt bilden diese Linien ein reguläres Hexagon. Durch diesen 
Aufbau ergibt sich eine sehr längliche Struktur mit einer Länge von 386 nm. Das 
ermöglicht die Realisierung großer Abstände. Konkret wurden Farbstoffmoleküle im 
Abstand von 228 nm bzw. 114 nm verwendet. Begonnen wurde zunächst mit zwei 
Farbstoffmolekülen im Abstand von 228 nm. Eine schematische Darstellung der Struktur 
findet sich in Abbildung 4.23. 
 




Abbildung 4.23: Schematische Skizze eines Six-Helix-Bundle: Der Querschnitt der Struktur (links) 
zeigt die Biotin-Verknüpfung (orange). Die Längenprojektion (rechts) beinhaltet die PAINT-
Anbindungsstellen (rot) in einem Abstand von 228 nm. 
 
Entsprechende Spot-Paare konnten im durch PAINT erzeugten superaufgelösten Bild 
auch detektiert werden (Abbildung 4.24). 
 
 
Abbildung 4.24: Superaufgelöstes Bild von Six-Helix-Bundles mit jeweils zwei Farbstoffmolekülen: 
Die grau markierten Bereiche enthalten aufgelöste Spot-Paare. Der Maßstab beträgt 500 nm 
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Die Ausbeute war mit etwa 10% ein wenig höher als bei den zuvor vermessenen 
Tetraeder-Strukturen, allerdings immer noch deutlich geringer als normalerweise in 
vergleichbaren Messungen mit Blink-Mikroskopie erzielt wird. Dennoch war die Ausbeute 
genügend hoch, um mit ausreichend Statistik die Abstände zu vermessen. Ein 
Histogramm der vermessenen Abstände ist in Abbildung 4.25 dargestellt. 
 
Abbildung 4.25: Histogramm der gemessenen Abstände.  
 
Das Histogramm der vermessenen Abstände zeigt eine deutlich asymmetrische 
Verteilung. Deren Maximum liegt dabei etwa bei dem zu erwartenden Wert von 228 nm. 
Zusätzlich ergab sich eine Breite Population für geringere Abstandswerte, die zu einem 
Gesamtmittelwert von (206 ± 12) nm führen. Größere Werte kamen dagegen praktisch 
nicht vor. Dies lässt sich gut damit erklären, dass das Six-Helix-Bundle keine gerade 
Linie, sondern eine biegsame Struktur mit einer Persistenzlänge von etwa 1,6 µm ist.[65] 
Beim Anbinden auf die Oberfläche wird diese jedoch und verbleibt in einem mehr oder 
weniger gekrümmten Zustand. Je stärker die Krümmung der Struktur ist, desto geringer 
wird der tatsächliche Abstand der beiden Farbstoffmoleküle, wodurch sich genau die 
beobachtete Abstandsverteilung ergibt. Eine Bestimmung des mittleren Abstandes mithilfe 
eines Gauß-Fits war aufgrund der asymmetrischen Verteilung nicht möglich. Um das zu 
untersuchen, wurden nun für weitere Versuche Six-Helix-Bundles genutzt, in der Mitte 









Abbildung 4.26: Schematische Skizze eines Six-Helix-Bundle: Der Querschnitt der Struktur (links) 
zeigt die Biotin-Verknüpfung (orange). Die Längenprojektion (rechts) beinhaltet die PAINT-
Anbindungsstellen (rot) in einem Abstand von 114 nm. 
 
Dadurch ergab sich ein direkter Abstand zwischen den Farbstoffmolekülen von 114 nm. 
Diese DNA-Origami-Strukturen wurden nun auf dieselbe Weise mit der PAINT-
Mikroskopie analysiert. Abbildung 4.27 zeigt ein Beispielbild. 
 
 
Abbildung 4.27: Superaufgelöstes Bild von Six-Helix-Bundles mit jeweils drei Farbstoffmolekülen: 
Die grau markierten Bereiche enthalten Spot-Tripletts. Der Maßstab beträgt 500 nm. 
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In den PAINT-Bildern lässt sich gut die Verteilung der Krümmung erkennen. Die erhaltene 
Ausbeute entsprach ungefähr der im ersten Fall und war ebenso ausreichend für eine 
statistische Auswertung der Abstände. Deren Histogramm ist in Abbildung 4.28 
dargestellt. 
 
Abbildung 4.28: Histogramm der gemessenen Abstände zwischen benachbarten Anbindestellen. 
Das Histogramm wurde mit einer Gauß-Funktion angepasst. 
 
Das Histogramm lässt sich mit einer Gauß-Funktion fitten. Der dabei erhaltene mittlere 
Abstand von (109 ± 12) nm weist nun sehr gute Übereinstimmung mit dem theoretisch 
erwarteten Wert auf. Die nachwievor beobachtete Abweichung nach unten liegt daran, 
dass das DNA-Origami auf der Längenskala von 100 nm zwar deutlich steifer, nicht 
jedoch vollständig gestreckt ist. Der Abstand der beiden äußeren Farbstoffmoleküle kann 
nun auch über die Addition der beiden Einzelabstände bestimmt werden. Abbildung 4.29 
zeigt das resultierende Histogramm. 
 




Abbildung 4.29: Histogramm der durch die Summen der paarweise gebildeten Abstände 
berechneten Gesamtabstände.  
 
Dies ergibt einen Gesamtabstand von (216 ± 12) nm. 
 
 
4.4.3 Photoinduziertes Bleichen von PAINT-Anbindungsstellen 
Einer der wichtigsten Vorteile der PAINT-Methode gegenüber der Blink-Mikroskopie ist 
das deutlich verringerte Photobleichen. Während bei der Blink-Mikroskopie und anderen 
lokalisierungsbasierten Superauflösungsmethoden die maximale Anzahl an 
Lokalisierungen dadurch beschränkt ist, dass jedes Farbstoffmolekül aufgrund von 
Photobleichen nur eine endliche Anzahl an Photonen emittiert, gilt diese Beschränkung 
bei PAINT nicht, da geblichene  Farbstoffmoleküle laufend durch intakte Moleküle aus der 
Lösung ersetzt werden. Da die Lösung als nahezu unerschöpfliches Reservoir an 
Farbstoffmolekülen betrachtet werden kann, sollte bei PAINT theoretisch gar kein 
photoinduziertes Bleichen auftreten. Dennoch wird auch bei PAINT-Mikroskopie der 
Übergang in einen irreversiblen Dunkelzustand beobachtet. Um dieses zu quantifizieren 
wurden systematische Messungen durchgeführt. Dafür wurde zunächst der grüne 
Farbstoff Cy3B verwendet und mit zwei Laserlinien der Wellenlängen 532 nm (5 mW) und 
644 nm (400 mW) angeregt. Es wurde eine Reihe von Bleichkurven aufgenommen und 
jede Bleichkurve mit einer Exponentialfunktion angepasst. Eine Beispielspur ist in 
Abbildung 4.30 gezeigt. 
 




Abbildung 4.30: Eine typische Bleichspur eines DNA-Origamis mit mehreren PAINT-
Anbindungsstellen zeigt eine zeitliche Abnahme der Fluoreszenzintensität. 
 
Die Auswertung ergab eine mittlere Lebensdauer von (138 ± 62) s. Dieselbe Messung 
wurde wiederholt, wobei nun allerdings der Farbstoff Atto655 frei zugesetzt wurde. Eine 
Beispielkurve dafür zeigt Abbildung 4.31. 
 
Abbildung 4.31: Typische Bleichspur eines DNA-Origamis mit PAINT-Anbindungsstellen unter 
Anwesenheit freien roten Farbstoffs 
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Nun ergab sich eine mittlere Lebensdauer von (63 ± 9) s. Der Unterschied zwischen dem 
Fall ohne Atto655 und dem Fall mit diesem Farbstoff konnte damit erklärt werden, dass 
der durch den roten Laser photoaktivierte Farbstoff irreversible mit der DNA der 
Anbindungsstelle reagiert und diese dadurch zerstört wird. Aufgrund der reduzierenden 
Wirkung von Trolox wurde vermutet, dass die Lebensdauer der PAINT-Anbindungsstelle 
unter Trolox eine deutlich längere Lebensdauer aufweisen sollte. Deshalb wurde die 
Messung erneut durchgeführt, wobei nun in der Lösung 200 mM Trolox vorlagen. 
Abbildung 4.32 zeigt eine Beispielspur dafür. 
 
Abbildung 4.32: Typische Bleichspur eines DNA-Origamis mit PAINT-Anbindungsstellen bei 
Anwesenheit eines freien roten Farbstoffs unter Trolox 
 
In diesem Fall ergab sich jedoch eine mittlere Lebensdauer von (52 ± 13) s, was im 
Rahmen der Fehlergrenzen ist dieser Wert identisch mit der Lebensdauer, die unter 
Trolox-freier Bedingung gemessen wurde. Somit konnte keine stabilisierende Wirkung 




Nachdem, wie in den vorigen Abschnitten beschrieben, das prinzipielle Funktionieren der 
PAINT-Mikroskopie demonstriert wurde, sollte diese Methode nun angewendet werden. 
Dafür wurde der sogenannte DNA-Chip genutzt. Dieser wurde ebenfalls von der 
Arbeitsgruppe Liedl hergestellt. 
 





Abbildung 4.33: Schema des DNA-Chips: Der Querschnitt der Struktur (links) zeigt die Biotin-
Verknüpfungen (orange). Die Längenprojektion (rechts) beinhaltet die freien (rot) und 
geschlossenen (blau) PAINT-Anbindungsstellen. 
 
Der DNA-Chip ist ein 130 nm langes 18-Helix-Bundle. An den Enden verfügt dieser über 
je drei PAINT-Anbindungsstellen. Zusätzlich befinden sich in der Mitte drei geschlossene 
PAINT-Anbindungsstellen. Diese könne durch das Anbinden eines Aktivator-Stranges 
geöffnet werden. Der Aufbau des DNA-Chips ist in Abbildung 4.33 veranschaulicht. Der 
Sinn dieser Konstruktion bestand darin, eine Möglichkeit zu generieren, kurze DNA-
Stränge zu detektieren. Dies wird dadurch erreicht, dass die mittlere Anbindungsstelle des 
DNA-Chips zunächst so konstruiert wird, dass die zum Öffnen erforderliche Aktivator-
Sequenz genau der des zu detektierenden DNA-Stranges entspricht. Die Detektion des 
DNA-Stranges besteht dann darin, dass PAINT-Aufnahmen von dieser Struktur gemacht 
werden. Zeigen die Bilder nur Spot-Paare, so enthält die Lösung den zu detektierenden 
DNA-Strang nicht, zeigen sie jedoch Spot-Tripletts, so ist der DNA-Strang erfolgreich 
detektiert. Um die praktische Durchführbarkeit zu überprüfen, wurde der DNA-Chip 
sowohl mit als auch ohne Aktivator-Strang mit PAINT-Mikroskopie vermessen. Zunächst 
wurden Messungen ohne Aktivator-Strang durchgeführt. Das Histogramm der Abstände 
ist in Abbildung 4.34 dargestellt. 
 




Abbildung 4.34: Histogramm der am DNA-Chip gemessenen Abstände 
 
Die gemessenen Abstände entsprachen allerdings nicht den zu erwartenden 130 nm, 
sondern waren etwa um den Faktor zwei zu groß. Nach dem Hinzufügen des Aktivator-
Stranges konnten dann keine Spot-Paare mehr detektiert werden. Die wahrscheinlichste 
Ursache dafür ist eine inkorrekte Faltung der DNA-Origami-Struktur. Dieses könnte 
bewirken, dass sich die PAINT-Anbindungsstellen nicht in dem erwarteten Abstand 
befinden und somit der gemessene Abstand vom theoretischen stark abweicht.  
 
 
4.5 Verwendung von DNA-Origami-Strukturen als Standards für die Super-
Auflösung 
In Kapitel 4.3 wurde die Bedeutung regulärer Farbstoffanordnungen für die Bestimmung 
des Auflösungsvermögens einer Superauflösungs-Methode diskutiert. Ferner wurde 
beschrieben, dass die Realisierung solcher regulären Gitterstrukturen mithilfe eines 
Rasterkraftmikroskops möglich ist.[26] Jedoch weist eine solche Herangehensweise eine 
Reihe von Nachteilen auf. Zum einen war die Platzierungsgenauigkeit begrenzt, d.h. dass 
die platzierten Farbstoffmoleküle stets eine mittlere Abweichung von ungefähr 10 nm bis 
20 nm von der Sollposition aufwiesen. Desweiteren war der Platzierungsvorgang 
vollständig seriell. Die für eine statistische Auswertung erforderliche große Anzahl an 
Gitterstrukturen zieht somit einen vergleichsweise hohen Zeitaufwand nach sich. Deshalb 
wurde ebenso ein anderes System verwendet, um reguläre Farbstoffanordnungen 
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herzustellen. Dieses waren die DNA-Origami-Strukturen.[27] Diese ermöglichen eine 
hochpräzise Anordnung von Farbstoffmolekülen, deren mittlere Abweichung vom Sollwert 
etwa eine Größenordnung geringer ist als bei der Methode mit Rasterkraftmikroskopie. 
Desweiteren ist die DNA-Origami-basierte Methode vollständig parallelisiert, d.h. dass mit 
einem einzigen Ansatz beliebig viele Strukturen erzeugt werden können. 
 
 
4.5.1 Abstandsmessungen auf rechteckigen DNA-Origami-Strukturen 
Als einfachste Probe wurde dafür zunächst ein rechteckiges DNA-Origami verwendet, 
welches zwei Farbstoffmoleküle in einem Abstand von 89,5 nm trägt. Schematisch ist 
dieses in Abbildung 4.35 dargestellt. 
 
Abbildung 4.35: Schema eines DNA-Origami-Rechtecks mit zwei Farbstoffmolekülen in einem 
Abstand von 90 nm.[43] 
 
Der Abstand wurde als erstes mit Blink-Mikroskopie vermessen. Als Redox-Zugabe 
wurden 50 µM Ascorbinsäure verwendet. Die Integrationszeit betrug 30 ms. Ein 
Beispielbild ist in Abbildung 4.36 gezeigt. 
 
 




Abbildung 4.36: DNA-Origami-Rechteck mit zwei Farbstoffmolekülen im Weitfeld aufgenommen 
(links) und superaufgelöst (rechts). Der Maßstab beträgt 100 nm. 
 
Die Abstände wurden vermessen und in ein Histogramm getragen, welches in Abbildung 
4.37 dargestellt ist. 
 
Abbildung 4.37: Histogramm der mit Blink-Mikroskopie vermessenen Abstände am DNA-Origami-
Rechteck 
 
Die Auswertung ergab einen mittleren Abstand von (84,8 ± 9,7) nm. Dies entsprach gut 
dem theoretischen Wert. Die geringe Abweichung nach unten lässt sich durch eine leichte 
Krümmung der DNA-Origami-Struktur erklären. Das gleiche DNA-Origami wurde genauso 
mithilfe der SHRImP-Methode untersucht. Abbildung 4.38 zeigt das resultierende 
Histogramm. 
 




Abbildung 4.38: Histogramm der mit SHRImP vermessenen Abstände am DNA-Origami-Rechteck 
 
Die Auswertung der Abstände ergab nun einen mittleren Abstand von (77 ± 14) nm. 
Dieser war ähnlich zu dem mithilfe der Blink-Mikroskopie bestimmten etwas geringer als 
der theoretische. Ebenso weicht dieser Wert vom Literaturwert ab.[43] Diese Abweichung 
liegt jedoch im Rahmen der Fehlergrenzen. Dieses DNA-Origami wurde nun weiterhin 
verwendet um kürzere Abstände zu realisieren. Es wurde anschließend mit Blink-
Mikroskopie vermessen. Zunächst wurden solche mit einem Farbstoffabstand von 60 nm 
betrachtet. Dies ergab das in Abbildung 4.39 dargestellte Histogramm. 
 
 




Abbildung 4.39: Histogramm der mit Blink-Mikroskopie vermessenen Abstände an einem DNA-
Origami-Rechteck mit einem theoretischen Farbstoffabstand von 60 nm 
 
Die Messung ergab einen mittleren Abstand von (61 ± 13) nm. Anschließend wurde ein 
Farbstoffabstand von 40 nm auf dem DNA-Origami realisiert und erneut mit Blink-
Mikroskopie vermessen. 
 
Abbildung 4.40: Histogramm der mit Blink-Mikroskopie vermessenen Abstände an einem DNA-
Origami-Rechteck mit einem theoretischen Farbstoffabstand von 40 nm  
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Das Histogramm (Abbildung 4.40) ergab einen mittleren Abstand von (52 ± 13) nm. 
Generell lässt sich also sagen, dass die Richtung der Abweichung vom theoretischen 
Wert von diesem abhängig ist. Für große Abstände ist eine Abweichung der gemessenen 
Werte nach unten zu beobachten, während diese für kleine Abstände eher nach oben 
abweichen. Dies liegt daran, dass der krümmungsbedingte Effekt erstens für kleine 
Abstände geringer ist und zweitens durch einen anderen Effekt überkompensiert wird. 
Dieser Effekt rührt daher, dass Abstände, die zu kurz sind, um aufgelöst werden zu 
können, nicht in der Statistik auftauchen. Dieses Aussortieren tritt bei kurzen 
theoretischen Abständen deutlich häufiger auf und verschiebt den Gesamtmittelwert in 
Richtung größere Abstände. Dennoch waren die Abweichungen in allen Fällen gering, 




4.5.2 Automatisierte Auswertung von Abstandsmessungen 
Alle bisher durchgeführten Abstandsmessungen bedurften einer zeitaufwändigen 
statistischen Auswertung, d.h. es musste eine Vielzahl von Abständen bestimmt werden, 
damit ein gesicherter Mittelwert bestimmt werden konnte. Deshalb sollte dieser Prozess 
automatisiert werden. Desweiteren besteht bei manueller Auswahl der Strukturen die 
Gefahr der Erzeugung eines, vom Experimentator abhängigen, systematischen Fehlers in 
der Abstandsbestimmung. Um dieses zu vermeiden, wurde folgender Algorithmus 
entwickelt. Im ersten Schritt wird ein Histogramm aller Abstände zwischen den einzelnen 
errechneten Lokalisierungen erstellt. Die Abstände zwischen den einzelnen 













Abbildung 4.41: Form des Abstandshistogramms für verschiedene Spotabstände. Der Abstand 
der Lokalisierungsspots (links) verringert sich von oben nach unten, wodurch eine zunehmende 
Verschmelzung der Maxima in den Abstandshistogrammen (rechts) erkennbar ist. 
 
Wie Abbildung 4.41 zeigt, ergeben sich für einen großen Spot-Abstand im Histogramm 
der Lokalisierungsabstände zwei Maxima. Das erste entspricht dabei der Verteilung der 
Abstände zwischen zwei Lokalisierungen im selben Spot. Dessen Position ist also im 
Prinzip ein Maß für die Lokalisierungsgenauigkeit, die umso schlechter ist, je weiter das 
Maximum nach rechts verschoben ist. Das zweite Maximum gibt die Verteilung der 
Abstände wieder, die zwischen zwei Lokalisierungen in unterschiedlichen Spots 
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gemessen wurden. Die Position dieses Maximums gibt somit den gesuchten Abstand der 
beiden Spots wieder. Für kürzere Spot-Abstände verschmelzen beide Verteilungen jedoch 
zunehmend zu einer und es lassen sich keine zwei Maxima mehr trennen. Um die beiden 
Verteilungen dennoch trennen zu können musste versucht werden, diese zu modellieren. 
Allgemein gilt: 
  #   # +  # (4.23) 
Dabei ist f(x) die gemessene Gesamtverteilung, c(x) die Verteilung der Abstände 
innerhalb eines Spots und d(x) die Verteilung der Abstände zwischen den Spots. Für die 
Form der Verteilungsfunktion c(x) wurde eine zweidimensionale Maxwell-Boltzmann-
Verteilung angenommen. 
  #  < $%u). (4.24) 
Die Annahme lag darin begründet, dass diese Gleichung exakt die Verteilung der 
Abstände der Lokalisierungen zum Zentrum des Spots beschreibt, sofern die 
Lokalisierungen innerhalb des Spots gaußförmig verteilt sind. Die Richtigkeit der 
Übertragung auf die Verteilung der Abstände zwischen den Lokalisierungen wurde mithilfe 





Abbildung 4.42: Abstandshistogramm (rechts, schwarz) eines simulierten Lokalisierungsspots 
(links). Zusätzlich ist das theoretische Modell aufgetragen (rechts, rot) 
 
Diese zeigten, dass die bestimmte und die theoretisch angenommene 
Verteilungsfunktionen exakt übereinander lagen. Somit war die Annahme korrekt. Die 
gesuchte Verteilung d(x) konnte also nun berechnet werden. 
  #   # −  #   # − < $%u). (4.25) 
Die freien Parameter a und b wurden dabei so bestimmt, dass die Maxima der 
gemessenen Verteilung f(x) und das der berechneten Verteilung c(x) auf identischen 
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Punkten lagen. Das Funktionieren dieser Methode wurde zunächst in Simulationen 
überprüft (Abbildung 4.43). 
 
Abbildung 4.43: Abstandshistogramm (schwarz) eines simulierten Spotpaares in einem Abstand 
von 40 nm: Nach Subtraktion der theoretisch berechneten Verteilung für Spot-interne Abstände 
(blau) bleibt die Verteilung der Abstände zwischen den Spots (rot). Diese zeigt ein Maximum bei 
dem erwarteten Wert von 40 nm. 
 
Anschließend wurde sie auf reale Messdaten (DNA-Origamis mit Farbstoffabständen von 
60 nm bzw. 40 nm) angewendet. Die resultierenden Abstandshistogramme sind in 
Abbildung 4.44 bzw. in Abbildung 4.45 aufgetragen. 
 




Abbildung 4.44: Abstandshistogramm (schwarz) eines DNA-Origami-Rechtecks mit einem 
Farbstoffabstand von 60 nm. Die Verteilung der Abstände zwischen den Spots (rot) zeigt ein 
Maximum bei 63 nm. 
 
Abbildung 4.45: Abstandshistogramm (schwarz) eines DNA-Origami-Rechtecks mit einem 
Farbstoffabstand von 40 nm. Die Verteilung der Abstände zwischen den Spots (rot) zeigt ein 
Maximum bei 46 nm. 
 
In allen Fällen lieferte die Methode das richtige Ergebnis. Ein Problem war allerdings noch 
die unsaubere Bestimmung der Parameter a und b. Die Methode des Übereinanderlegens 
der Maxima von f(x) und c(x) vernachlässigte den Einfluss von d(x) auf die Lage des 
Maximums von f(x). Diese Näherung ist für große Spot-Abstände korrekt und sinnvoll, für 
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kleine Spot-Abstände jedoch führt sie zu einer systematischen Abweichung des 
Ergebnisses. Um das zu umgehen wurde nun ein anderer Ansatz verfolgt. Dafür wurde 
zunächst d(x) als Gaußfunktion beschrieben. 
  #  $% &+.)%)*#. (4.26) 
Somit ließ sich f(x) schreiben als 
  #   # +  #  < $%u). + $% &+.)%)*#. (4.27) 
 
 
Abbildung 4.46: Schematische Darstellung der Funktion f (schwarz) als Summe der Funktionen c 
(blau) und d (rot)[28] 
 
Die drei Funktionen sind schematisch in Abbildung 4.46 aufgetragen. Das gemessene 
Histogramm f(x) wurde nun mit eben dieser Funktion angepasst, wodurch die freien 
Parameter a, b, h, σ und x0 bestimmt werden konnten. Der Parameter x0 entsprach dabei 
genau dem gesuchten Abstand der beiden Spots.[28] 
 
 
4.5.3 Standards für dreidimensionale Superauflösungsmikroskopie 
In den vorherigen Abschnitten wurden DNA-Origami-Strukturen vorgestellt, die als 
Standards für lokalisierungsbasierte Superauflösungsmikroskopie genutzt werden 
konnten. Allerdings beschränkte sich das ausschließlich auf den zweidimensionalen Fall. 
Im folgenden Abschnitt wird nun auch der dreidimensionale Fall betrachtet. Zur 
Realisierung eines Standards für diesen Fall stand eine als „Rakete“ oder auch 
„Nanosäule“ bezeichnete DNA-Origami-Struktur zur Verfügung.[66]  
 




Abbildung 4.47: Schematische Darstellung der „Rakete“ mit beiden Farbstoffmolekülen (rot)[29] 
 
Diese Struktur ist im Prinzip ein 200 nm langer Stab mit einer Bodenplatte auf der einen 
Seite. Die Bodenplatte trägt 15 Biotin-Moleküle mit deren Hilfe die Struktur auf die 
Oberfläche angebunden werden kann. Zusätzlich zu den Biotin-Molekülen sind zwei 
Farbstoffmoleküle angebunden, die sich am unteren bzw. oberen Ende des DNA-
Origamis befinden und somit einen Abstand von 200 nm aufweisen. Schematisch ist dies 
in Abbildung 4.47 verdeutlicht. Die Vermessung dieses DNA-Origamis wurde mithilfe von 
Astigmatismus-basierter Blink-Mikroskopie durchgeführt. Die Laseranregung fand in TIRF-
Konfiguration statt. Das führte zu einer geringeren Anregungsleistung für das weiter oben 
platzierte Farbstoffmolekül. Der Unterschied der Anregungsintensitäten für verschiedene 
z-Positionen lässt sich wie folgt berechnen: Zunächst lässt sich aus den Aufbau-
spezifischen Werten für die Anregungswellenlänge λ = 644 nm, die numerische Apertur 
NA = 1,40, den Brechungsindex von Öl und Glas n1 = 1,518 und dem Brechungsindex der 
Lösung n2 = 1,33 die Eindringtiefe des evaneszenten Feldes bestimmen:   2[&: − (&-& 
2[s& − &&  644x2[s1,40#& − 1,33#&  234x 
Daraus ergibt sich ein Intensitätsverhältnis von &iiA6i  0&iiA6i 3&  ($%z{-&  0$%&iiA6&|\A63&  0,18 
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Das würde bedeuten, dass das obere Farbstoffmolekül mit lediglich 18% der 
Oberflächenintensität angeregt wird und somit auch entsprechend dunkler erscheinen 
sollte. Das widerspricht den tatsächlichen Messungen, in denen zwar ein leichter 
Helligkeitsunterschied festgestellt wurde, dieser aber in keinem Fall einen Faktor von 5 
wiedergab. Ein möglicher Erklärungsansatz für diese Diskrepanz wäre ein zu niedrig 
angesetzter Wert für den Brechungsindex der Lösung. Der verwendete Wert von n2 = 1,33 
entspricht dem Brechungsindex reinen Wassers. Die verwendete Probenlösung ist jedoch 
kein reines Wasser sondern enthält insbesondere oberflächennah eine Vielzahl gelöster 
Stoffe, wie z.B. das BSA, welches zum passivieren der Oberfläche verwendet wird. Diese 
gelösten Stoffe sollten den Brechungsindex der Lösung erhöhen und somit zu auch zu 
einer höheren Anregungsintensität oberhalb der Oberfläche führen. Generell wurde der 
Anregungsunterschied zwischen den beiden Farbstoffmolekülen in den Messungen 
vernachlässigt. Das Ziel der Messung war es, den Abstand der beiden Moleküle zu 
bestimmen, um dadurch die Eignung der Probe als Standard für dreidimensionale 
Superauflösungsmikroskopie zu demonstrieren. Zusätzlich sollte auch noch der Winkel Θ 
zwischen Strukturachse und Ebene bestimmt werden. Dieser sollte im Idealfall 90° 
betragen. Um ausreichend Statistik zu erhalten, war es erforderlich, eine große Anzahl an 
DNA-Origami-Strukturen auszuwerten. Dies war genau wie im zweidimensionalen Fall ein 
zeitaufwändiger Prozess. Deshalb musste auch für diesen Fall eine Automatisierung 
entwickelt werden. Die im vorherigen Abschnitt entworfene automatische 
Auswertemethode funktioniert auch für den dreidimensionalen Fall. Dafür muss lediglich 
die als Boltzmann-Verteilung angenommene Funktion c(x) auf drei Dimensionen erweitert 
werden. Somit wäre die Funktion gegeben durch 
  #  < &$%u). (4.28) 
Diese Methode gibt allerdings nur einen Wert für den Abstand aus. Der im 
dreidimensionalen Fall ebenfalls zu berechnende Winkel lässt sich damit nicht erhalten. 
Also musste eine völlig neue Methode entwickelt werden. Die Grundidee dafür war die 
Sortierung der Lokalisierungen, sodass jede Lokalisierung eindeutig einem der beiden 
Spots zugeordnet werden kann. Ist eine solche Zuordnung erfolgt, lassen sich Abstand 
und Winkel trivialerweise gewinnen.  Für die Sortierung der Lokalisierungen in zwei Spots 
musste eine geeignete Ebene gefunden werden, die als Sortiergrenze verwendet werden 
konnte. Dafür wurde im ersten Schritt zunächst versucht, die Verbindungsgerade 
zwischen den beiden Spotmittelpunkten zu approximieren. Die erste Idee, diese Gerade 
zu erhalten, war folgendes Vorgehen: Auf jede Gerade aus einer Schar von möglichen 
Geraden wird die Projektion aller Lokalisierungen bestimmt. Somit ist jeder Lokalisierung 
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nun eine eindimensionale Koordinate ξ zugeordnet. Aus den ξ-Werten aller 
Lokalisierungen lässt sich dann die mittlere Abweichung vom Mittelwert berechnen 
 }  W|l − WlY|Y (4.29) 
Die Auswahl aus der Geradenschar erfolge dann durch Maximierung von σ. Dieses 
Vorgehen wird nun an zwei Spezialfällen veranschaulicht: Verläuft die getestete Gerade 
parallel zur Verbindungslinie der beiden Spots, werden sich auch in der Projektion zwei 
Maxima ergeben, was ein großes σ zur Folge hat. Verläuft die Gerade senkrecht zur 
Verbindungsline, werden die Lokalisierungen beider Spots auf dasselbe Maximum 
abgebildet, wodurch sich ein kleiner Wert für σ ergibt. Die Maximierung nach σ wird also 
die erste Gerade auswählen, was genau der Intention entspricht, die Verbindungslinie zu 
erhalten. Die dem Maximierungsprozess zugrunde liegende Geradenschar wird dafür im 
ersten Schritt so ausgewählt, dass sie identisch ist mit der Menge | ∈ ; :,  ∈ 0°; 10°;…80°; 90°M 
Dabei ist ϕ der Polar- und Θ der Azimutwinkel des Richtungsvektors der Geraden g. Die σ 
maximierende Gerade dieser Menge wird im Folgenden als g1 bezeichnet. Die 
Maximierung wird nun mit folgender Geradenschar wiederholt: | ∈ ;  ∈  − 5°; − 4°; … ;  + 5°; : ∈ : − 5°; : − 4°; … ; : + 5°M 
Dabei ist ϕ1 der Polar- und Θ1 der Azimutwinkel des Richtungsvektors der Geraden g1. Die 
aus dieser Menge bestimmte Gerade kann nun als Approximation der Verbindungsline 
der beiden Spots betrachtet werden. Dieses Verfahren funktioniert sehr gut, sofern die 
Lokalisierungsverteilungen der beiden Spots kugelsymmetrisch sind. In der Realität ist 
eine solche Symmetrie jedoch nicht gegeben, da beispielsweise die Lokalisierung in z-
Richtung deutlich ungenauer erfolgt als in x- und y-Richtung. Somit ist entlang dieser 
Richtung auch der σ-Wert größer, was die Auswahl der optimalen Geraden beeinflusst 








Abbildung 4.48: Die Bestimmung von g durch Maximierung der Verteilungsbreite funktioniert für 
kugelsymmetrische Lokalisierungsspots (links, grüne Linie). Für elliptische Lokalisierungsspots 
kann die Methode jedoch zu einer falschen Gerade führen (rechts, rote Linie)  
 
Aus diesem Grund musste ein neuer zu maximierender Parameter gefunden werden. 
Dieser wurde ε genannt und folgendermaßen berechnet: 
 
o  }sWl − WlY#&Y  W|l − WlY|YsWl − WlY#&Y (4.30) 
Dieser Wert ist unabhängig von der Form der einzelnen Spots (Abbildung 4.49). 
 
 
Abbildung 4.49: ε-Wert verschiedener Geraden für ein Paar kugelsymmetrischer 
Lokalisierungsspots (links) und einen elliptischen Spot (rechts).[29] 
 
Das Maximierungsverfahren funktioniert nun ganz analog zu dem oben beschriebenen, 
wobei statt der Maximierung nach σ eine Maximierung nach ε durchgeführt wird. Die auf 
diese Weise gewonnene Gerade g dient nun als Basis zur Bestimmung der Trennebene. 
Dafür werden zunächst die Projektionen ξ auf g histogrammiert. Durch fitten des 
Histogramms mit zwei Gauß-Funktionen werden die Positionen der beiden Maxima 
bestimmt. Der Mittelpunkt der beiden Maxima auf der Gerade wird als Punkt C 
bezeichnet. Als Trenneben wird nun eine Ebene definiert, die den Punkt C enthält und 
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zudem senkrecht von g durchlaufen wird. Nun werden alle Lokalisierungen, die sich auf 
derselben Seite der Ebene befinden, zu jeweils einem Spot zusammengefasst. Für jeden 
Spot kann dann separat der Schwerpunkt berechnet werden. Aus den 
Schwerpunktkoordinaten r1 und r2 ergibt sich dann der Abstand 
   |= − =&| (4.31) 
Und der Winkel zur Oberfläche 
 :  <= ' = − =&|= − =&| ∙ $̂z4 (4.32) 
Die auf diese Weise erhaltenen Daten mussten anschließend noch gefiltert werden. Das 
lag hauptsächlich daran, dass nur eine Minderheit der detektierten Spots tatsächlich von 
korrekt gefalteten DNA-Origami-Strukturen stammte. Gefiltert wurde nach folgenden 
Parametern: 
 
Parameter Untergrenze Obergrenze 
Photonenzahl 500 - 
ε-Wert 0,7 - 
Standardabweichung  in x und y - 60 nm 
Standardabweichung in z - 120 nm 
Spot-Abstand 150 nm 400 nm 
 
Nun konnten die erhaltenen Längenwerte gegen die erhaltenen Winkel aufgetragen 
werden (Abbildung 4.50). 
 
 




Abbildung 4.50: Gemessene Abhängigkeit der Raketenlänge von dem Winkel zwischen Rakete 
und Oberfläche[29] 
 
Dabei zeigte sich, dass die Länge in Abhängigkeit des Winkels variierte. Diese 
Abhängigkeit konnte durch eine fehlerbehaftete z-Lokalisierung erklärt werden. Dieser 
Lokalisierungsfehler entsteht durch den Brechungsindex-Unterschied zwischen 
Kalibrierung und Messung. Aufgrund der ausschließlich oberflächennahen 
Kalibrierungsproben, verläuft der Lichtweg bei der Kalibrierung ausschließlich durch 
Immersionsöl und Glasoberfläche. Dagegen muss das Licht in der Messung die 
Probenlösung durchqueren, wobei die Weglänge von der z-Position des 
Farbstoffmoleküls abhängig ist. Abbildung 4.51 veranschaulicht diesen Effekt. 
 
 
Abbildung 4.51: Veranschaulichung des z-Lokalisierungsfehlers, der aufgrund des 
Brechungsindexsprunges zwischen Glas und Lösung entsteht. 
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Dieser führt dazu, dass alle gemessenen z-Werte mit einem Korrekturfaktor f korrigiert 
werden müssen.[20, 67] Um den Wert dieses Faktors bestimmen zu können, musste ein 
Zusammenhang zwischen gemessener Länge Lm und gemessenem Winkel Θm gefunden 
werden. Dafür wurde folgende Berechnung angestellt: 
Die tatsächliche Länge des DNA-Origamis L ist gegeben durch
 
 &   & + "& + & (4.33) 
Für die gemessene DNA-Origami-Länge Lm gilt dagegen 
 6&   & + "& + 6&   & + "& + && ⇒ 6& − &  && − & (4.34) 
Der Winkel zwischen DNA-Origami-Achse und Oberfläche lässt sich berechnen durch 
 b<&:#  & & + "& (4.35) 
Der gemessene Winkel ist jedoch gegeben durch 
 b<&:6#  6& & + "&  && & + "&# ⇒  & + "&  &&b<&:6# (4.36) 
Durch Kombination der Gleichungen 4.34 und 4.36 lässt sich Lm als Funktion von Θm 
darstellen. 6&  &&b<&:6# + &&  && 0 1b<&:6# + 13 ⇒ &  &6&0 1b<&:6# + 13 6& − &  & 0 1& − 13  &6& 0 1& − 130 1b<&:6# + 13 ⇒ 6& 1 − 1 − 
&0 1b<&:6# + 13  & 
 
⇒ 6  1 − 1 − &0 1b<&:6# + 13
%   1b<&:6# + 11b<&:6# + & 
 ⇒ 6  t 1 + b<&:6#1 + &b<&:6# (4.37) 
Gleichung 4.37 kann nun verwendet werden, um die Daten aus Abbildung 4.49 zu fitten. 
Dieses ist in Abbildung 4.52 dargestellt. 
 




Abbildung 4.52: Gemessene Abhängigkeit der Raketenlänge von dem Winkel zwischen Rakete 
und Oberfläche. Der Fit gemäß Gleichung 4.37 führt zu einer realen Länge von 190 nm.[29] 
 
Aus dem Fit ergab sich eine reale Länge von L = (190 ± 2) nm und ein Korrekturfaktor von 
f = 0,66. Eine Auftragung der korrigierten Spot-Abstände gegen den Winkel ergab nun die 
zu erwartende Winkelunabhängigkeit der Länge. Das ist in Abbildung 4.53 dargestellt. 
 
Abbildung 4.53: Korrigierte Raketenlänge gegen korrigierten Winkel zwischen Rakete und 
Oberfläche. Eine Winkelabhängigkeit der Länge ist nicht mehr vorhanden.[29] 
 
 Ein Histogramm der korrigierten Spot-Abstände ist in Abbildung 4.54 gezeigt. 




Abbildung 4.54: Histogramm der gemessenen Abstände an der Rakete 
 
Ebenso konnte die Verteilung der Winkel bestimmt werden (Abbildung 4.55). 
 
 
Abbildung 4.55: Gemessene Winkelverteilung der „Rakete“. Der Wert 1,0 (grün) entspricht dabei 
einer Gleichverteilung.[29] 
 
In der Winkelverteilung zeigen sich zwei Populationen. Zum einen gibt es ein gehäuftes 
Auftreten in der Umgebung von Θ = 90°, was näherungsweise senkrecht stehenden DNA-
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Origamis entspricht. Zum anderen konzentriert sich eine weitere Population auf Gebiete 
mit Θ ≈ 0°. Dies entspricht DNA-Origami-Strukturen, die flach auf der Oberfläche liegen. 
Für Winkelbereiche zwischen den beiden Extremen ist die Wahrscheinlichkeitsdichte 
deutlich geringer. Das könnte damit erklärt werden, dass es attraktive Wechselwirkungen 





Im Rahmen dieser Arbeit wurden verschiedene Auflösungstestproben auf 
unterschiedliche Superauflösungstechniken angewandt. Dabei wurde zunächst der 
konventionelle Ansatz gewählt und auf zelluläre Strukturen als Probe zurückgegriffen. 
Mithilfe dieser konnten quantitative Werte für das Auflösungsvermögen der Blink-
Mikroskopie bestimmt werden. Dies gelang in-vitro und in fixierten Zellen, nicht jedoch in 
lebenden Zellen. Generell führte das hohe Maß an Willkürlichkeit bei der 
Auflösungsbestimmung über zelluläre Filamente allerdings dazu, dass diese Methode als 
nicht zufriedenstellend erachtet wurde. So wurde ein weiterer Ansatz verfolgt, welcher 
darin bestand, statt Zytoskelett-Strukturen als Testprobe eine mittels 
Rasterkraftmikroskopie erzeugte regelmäßige Farbstoffanordnung zu verwenden. Damit 
war eine Bestimmung des Auflösungsvermögens auf deutlich systematischere Weise 
möglich. Jedoch bestand bei dieser Herangehensweise  das Problem, dass die 
Herstellung dieser Anordnung sehr aufwendig und nicht allgemein anwendbar ist. Aus 
diesem Grund wurde auf die DNA-Origami-Technik als eine alternative Möglichkeit, 
definierte Farbstoffanordnungen zu erzeugen, zurückgegriffen. Mit diesen DNA-Origamis 
konnten einfach anwendbare Superauflösungsstandards sowohl für zwei-, als auch für 
dreidimensionale Applikationen entwickelt und etabliert werden. Dennoch gibt es einige 
Ansatzpunkte, die Gegenstand zukünftiger Forschung werden sollten. Einer davon wäre 
beispielsweise die erfolgreiche Anwendung der Blink-Mikroskopie in lebenden Zellen. In 
solchen war es zwar gelungen, blinkende Einzelmoleküle zu detektieren, für die 
Generierung eines superaufgelösten Bildes reichte es jedoch nicht. Das Hauptproblem 
dabei war das geringe Signal-Rausch-Verhältnis. Dieses muss weiter optimiert werden, 
möglicherweise durch Verwendung alternativer Farbstoffe. Dafür müssen Farbstoffe 
gefunden werden, die unter Bedingungen, wie sie in lebenden Zellen herrschen, ein 
ähnlich gutes Blink-Verhalten aufweisen wie der in dieser Arbeit verwendete Atto655, 
dabei allerdings eine deutlich größere Zahl an Photonen emittieren. Eine Alternative dazu 
wäre, die PAINT-Mikroskopie in lebenden Zellen anzuwenden, da bei dieser Methode für 
jede Lokalisierung deutlich mehr Photonen zur Verfügung stehen. Das Problem dabei ist 
jedoch das sehr hohe Hintergrundsignal, welches bei PAINT durch frei durch die Lösung 
diffundierende Farbstoffmoleküle verursacht wird, sobald die Lichtanregung nicht in 
vollständigem TIRF erfolgt. Genau dieses wäre allerdings erforderlich, wenn das Ziel der 
Bilgebung Zellstrukturen sind, die sich nicht auf die ventrale Membran oder deren direkte 
Umgebung beschränken. Ein Lösungsansatz, um die extreme TIRF-Abhängigkeit der 




diffundierenden Farbstoff-DNA-Konstruktes sein, welche verhindert, dass das 
Farbstoffmolekül abseits der Anbindungsstelle Photonen emittieren kann. Dafür würde 
sich das Hinzufügen eines Moleküls anbieten, das in der Lage ist, den Farbstoff  zu 
löschen. Dabei müsste natürlich sichergestellt werden, dass der Kontakt zwischen 
Löschungs- und Farbstoffmolekül unterbrochen, sobald das Konstrukt an die 
Anbindungsstelle hybridisiert. Im Idealfall sollte dieser Vorgang reversibel sein, sodass 
der Farbstoff nach dem Abbinden erneut gelöscht wird. Wenn allerdings sichergestellt ist, 
dass die mittlere Anbindungszeit  die mittlere Lebensdauer des Farbstoffs deutlich 
übersteigt, so wäre dies nicht von Nöten. Für eine verbesserte PAINT-Mikroskopie sollten 
dann auch Standards entwickelt werden können, die ebenso zufriedenstellend 
funktionieren wie die Standards für Blink-Mikroskopie oder dSTORM. Die 
funktionierenden Standards sollten ferner direkt mit Anwendungsmessungen kombiniert 
werden, d.h. es müssen superauflösende Messungen durchgeführt werden, bei denen in 
der Probe simultan sowohl die zu vermessende Struktur, als auch DNA-Origami-basierte 
Standards vorliegen. Auf diese Weise können DNA-Origami-Standards u.a. auch genutzt 
werden, um zu klären, ob eventuell auftretende Probleme von der Probenseite oder eher 
vom Messaufbau herrühren, was die anschließende Fehlerbehandlung vereinfacht. Auch 
in den Algorithmen, die für die automatisierte Auswertung entworfen wurden, ergibt sich 
noch einiges an Entwicklungspotenzial. In ihrer momentanen Form sind sie sehr speziell 
auf bestimmte zwei- oder dreidimensionale Superauflösungsstandards zugeschnitten. So 
funktioniert der Analysealgorithmus, der für die in dieser Arbeit verwendeten 
dreidimensionalen Standards entwickelt wurde,  zwar sehr erfolgreich für ebendiese 
Strukturen, ließe sich aber nicht ohne weiteres auf davon abweichende Strukturen 
anwenden. Ein Beispiel dafür wäre eine Struktur, die zusätzlich zu den beiden 
Farbstoffmolekülen an den jeweiligen Enden noch ein weiteres Molekül in der Mitte trägt. 
Dieses hätte den Vorteil einer besseren Unterscheidbarkeit von korrekt und fehlerhaft 
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